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 L’évolution des connaissances sur le fonctionnement cellulaire n’a cessé 
d’apporter un renouveau dans le domaine de la biologie cellulaire. La découverte de 
l’ADN et des mécanismes de transcription et de traduction de l’information génétique en 
protéines par l’intermédiaire de messagers a notamment permis l’avènement de la 
biologie moléculaire. Cependant, la notion selon laquelle les cellules d’un individu 
partagent le même patrimoine génétique et se distinguent les unes des autres non pas par 
ce patrimoine mais par l’expression sélective de certains gènes selon une dynamique 
finement régulée, témoigne de la nécessité d’une approche transversale des questions 
soulevées par les mécanismes cellulaires. En effet, les mécanismes de régulation  de ces 
gènes font intervenir de nombreux intermédiaires qui relèvent de la signalisation interne à 
la cellule mais qui sont orientés par son environnement. Ainsi, de multiples niveaux de 
régulation agissent sur la cellule, guidant sa spécification et l’expression de ses fonctions.  
La découverte de cellules souches à l’âge l’adulte (reprogrammées ou non) 
capables d’être réorientées vers un état indifférencié a modifié la façon d’appréhender les 
tissus adultes. Ainsi, ces cellules ont fait la preuve, à maturité, d’une plasticité 
insoupçonnée jusqu’alors, permettant de concevoir des cellules non pas figées, mais étant 
capable de réorienter leurs phénotypes, leurs fonctions, leurs activités, non seulement en 
fonction des conditions de leur environnement mais également selon leur potentiel 
intrinsèque. 
C’est dans cette optique que nous avons envisagé l’étude du fibroblaste gingival, 
cellule majoritaire du tissu conjonctif gingival. En effet, la gencive se présente comme un 
modèle de régénération tissulaire à l’âge adulte. Le rôle du fibroblaste gingival dans cette 
régénération est central puisqu’il régule la réponse inflammatoire et guide les processus 
de cicatrisation. Envisager cette cellule sous l’aspect « souche » permettrait d’enrichir la 
compréhension des fonctionnements physiologiques de ce tissu particulier et par la suite, 





I. SITUATION DU SUJET 
 
I.1. Le fibroblaste  
I.1.1. Définition 
Le fibroblaste est une cellule mésenchymateuse ubiquitaire impliquée dans de 
nombreuses fonctions vitales dont  l’embryogénèse et le développement, l’homéostasie et 
la réparation tissulaire. Cellule mononuclée, non polarisée et isolée au sein d’une trame 
de collagène et de glycoprotéines matricielles qu’elle participe à synthétiser, le 
fibroblaste se présente globalement sous forme allongée selon le grand axe de la cellule 
(1-3). Cellule non inflammatoire, non vasculaire, non épithéliale, elle est la cellule 
majoritaire des tissus conjonctifs mous. Cette définition résulte de l’acquisition 
progressive des connaissances concernant cette cellule. Les premières descriptions du 
fibroblaste ont été réalisées par Schwann en 1847 puis par Virchow et Duvall à la fin du 
XIX
ème
 siècle (3). Au XXème siècle, les premières mises en culture de biopsies ont 
permis d’obtenir des lignées fibroblastiques améliorant la compréhension des fonctions 
de cette cellule. Cependant, définir une cellule reste un exercice délicat tant ses 
caractéristiques structurales et fonctionnelles sont soumises aux conditions 
environnementales, que ce soit in vitro ou in vivo. Ainsi faut-il privilégier une description 
rendant compte des dynamiques cellulaires plutôt qu’une définition statique qui serait 
forcément incomplète et aléatoire. 
 
 
  I.1.2. Fonctions du fibroblaste 
 Assurer l’homéostasie tissulaire 
  In vivo, le fibroblaste gingival (FG) établit peu de contacts avec ses congénères. Il 
est fusiforme suivant l’axe de la trame collagénique l’entourant et forme des projections 
vers les composantes de la matrice extra cellulaire (MEC). Il est constitué d’un 
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volumineux noyau, d’un réticulum endoplasmique et d’un appareil de Golgi bien 
développé ainsi que de nombreuses mitochondries, vacuoles et vésicules témoignant 
d’une activité métabolique intense (4) (Figure 1A). In vitro, contrairement à sa situation 
in situ, le FG va rechercher les contacts intercellulaires. A faible densité, il va avoir un 
phénotype élargi et projeter des prolongements autour de lui, mais lorsqu’il est à forte 
densité, il est fusiforme et noue de nombreux contacts entre cellules par l’intermédiaire 
de gap jonctions et de junction adherens (par l’intermédiaire de cadhérines). Son 
cytosquelette est formé notamment de microfilaments d’actine et de vimentine (Figure 
1B et 1C). 
Cellule quiescente à l’état physiologique, le fibroblaste est soumis à peu de 
signaux. Il ne prolifère pas mais reste métaboliquement actif synthétisant et dégradant les 
divers constituants de la MEC. Dans cet état, une interaction bidirectionnelle est 
entretenue entre les fibroblastes et les éléments de la MEC mais également avec les autres 
cellules environnantes. Ces interactions se font par l’intermédiaire de liaisons ligand-
récepteurs, par des stimulations mécaniques, par des sécrétions de cytokines autocrines et 
paracrines et par des liaisons avec les hormones circulantes. Ces interactions permettent 
d’assurer l’homéostasie tissulaire, c’est-à-dire l’adéquation qualitative et quantitative des 

























 Assurer la cicatrisation tissulaire 
Après une lésion, sous l’influence de conditions inflammatoires, le fibroblaste est 
apte à modifier son phénotype. Capable de proliférer, de migrer, de remodeler les 
éléments de la MEC et de synthétiser des cytokines impliquées dans la cicatrisation, cette 
Figure 1. Phénotype du fibroblaste gingival. (A) Fibroblaste gingival entouré 
d’un réseau de collagène capté par microscopie électronique. Notez le volume du 
noyau, du reticulum endoplasmique et de l’appareil de golgi (Bartold PM, 1998, 
Quintessence Publishing Co Inc. Chicago). (B) Image réalisée par microscopie à 
balayage de fibroblaste en culture. Notez les flèches indiquant les lamellipodes 
(image, laboratoire de Vancouver). (C) Marquage du cytosquelette de 
fibroblastes gingivaux en culture, de gauche à droite: l’actine (phalloidine, 




cellule mésenchymateuse est au cœur des phénomènes de réparation tissulaire. Ce 
changement de phénotype est concomitant à une  large modification de l’expression du 
transcriptome (6). Lors d’une lésion, la réponse inflammatoire est suivie de la formation 
d’un tissu de granulation synthétisé par les fibroblastes. Ce tissu contient les éléments 
d’une MEC transitoire sur laquelle vont pouvoir migrer les fibroblastes et synthétiser les 
éléments nécessaires à la génération d’une MEC mature. La synthèse de la MEC 
provisoire va également permettre la recolonisation des cellules en contact avec le tissu 
conjonctif. Par exemple, au niveau de la peau, elle va permettre la ré-épithélialisation de 
la plaie par les kératinocytes. Par ailleurs, sous l’influence de cytokines et notamment du 
Transforming Growth Factor-β 1 (TGF-β), le fibroblaste va se différencier en 
myofibroblaste (7) permettant d’assurer la contraction de la plaie. Cette contraction va 
accélérer la cicatrisation en rapprochant les berges de la lésion (6).  
L’implication dans les événements de réparation est liée principalement aux 
phénomènes en rapport avec d’une part, les interactions cellule/matrice, et d’autre part, 
celles entretenues avec les cellules inflammatoires. Par l’intermédiaire de protéoglycanes 
de surface et d’intégrines, le fibroblaste est capable de se lier aux éléments de la MEC de 
manière spécifique. Par exemple, les intégrines α1β1 et α2β1 sont capables de se lier au 
collagène alors que les intégrines α4β1 et α5β1 interagissent préférentiellement avec la 
fibronectine (8). Par l’intermédiaire du domaine intracytoplasmique de la sous-unité β1, 
l’interaction entre une intégrine et son ligand déclenche des signaux intracellulaires 
modifiant l’activité du fibroblaste. C’est par l’intermédiaire de ce potentiel de 
transduction que des d’éléments issus de la dégradation de la MEC vont déclencher des 
modifications de conformation du cytosquelette du fibroblaste favorisant d’une part, la 
formation de lamellipodes permettant au fibroblaste de migrer et d’autre part, la 
modification de la synthèse des cytokines et des métalloprotéinases matricielles (MMPs).  
Deux types d’interactions avec les cellules inflammatoires coexistent: (a) soit par 
contact direct entre le fibroblaste et les cellules inflammatoires, c’est le cas par exemple 
des interactions entre les fibroblastes gingivaux et les lymphocytes qui induisent 
l’expression des ARNm de l’ interleukine (IL)-1α et d’IL-6 de la part du fibroblaste 
gingival (9) et d’autre part, l’expression de CD13 (impliqué dans la dégradation des 
neuropeptides et des cytokines de l’inflammation) à la surface des lymphocytes T en 
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contact les fibroblastes gingivaux (10); (b) soit par l’intermédiaire de la libération de 
cytokines et de facteurs de croissance. Par exemple, les lipopolysaccharides (LPS) 
bactériens stimulent la sécrétion d’IL-6 par le fibroblaste gingival, laquelle induira la 
synthèse de la MMP-1 par les macrophages (11). 
I.1.3. Dysfonctions du fibroblaste 
Une perturbation des processus normaux, lors de l’état quiescent, lors de la 
morphogénèse ou encore au cours de la cicatrisation d’une lésion peut conduire à divers 
types de pathologies. Plusieurs mécanismes peuvent être à l’origine de ces altérations. Ils 
incluent des facteurs génétiques, les effets de l’inflammation, des lésions répétés et des 
mécanismes d’autoimmunité (12).  
Interagissant avec les cellules inflammatoires, une altération dans ce dialogue peut 
conduire à des pathologies ou alors les renforcer. C’est le cas par exemple des 
polyarthrites rhumatoïdes ou encore des sclérodermies (13-16). Une altération dans la 
réparation tissulaire peut conduire à des cicatrices aberrantes. C’est le cas des chéloïdes 
qui se caractérisent par un excès de tissu fibreux cicatriciel au niveau cutané. D’autres 
types de fibrose sont imputables à une dérégulation du fibroblaste et peuvent 
compromettre la fonction de l’organe qui en est le siège (fibroses du foie, du rein,…). 
Enfin, comme toute cellule, une transformation maligne peut intervenir et produire un 
cancer du tissu conjonctif (sarcome, fibrosarcome). Ces propriétés générales sont 
communes à l’ensemble des fibroblastes. Cependant, il existe une variété phénotypique 
entre les fibroblastes issus de tissus différents (hétérogénéité inter-tissulaire) ou au sein 
d’un même tissu (hétérogénéité intra-tissulaire).  
  I.1.4. Hétérogénéité fibroblastique 
 La plupart des données scientifiques concernant le fibroblaste sont issues d’études 
réalisées in vitro. A partir de biopsies, les cellules sont récupérées soit par digestion 
enzymatique soit par contact direct de la biopsie avec la boite de culture (méthode par 
explant). Dans cette dernière technique, après adhésion de l’explant, les cellules migrent 
hors du prélèvement et colonisent la boite de Pétri. Or, par ces deux techniques, il est 
impossible d’être certain d’obtenir uniquement des fibroblastes. En effet, soumis aux 
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conditions de culture classique (milieu contenant du DMEM et du sérum de veau fœtal à 
10%, CO2 à 5%, …) d’autres types cellulaires sont capables de survivre et de proliférer 
(5). Il s’agit des myofibroblastes, des cellules souches mésenchymateuses (CSM) du tissu 
conjonctif, des péricytes ou encore des fibrocytes (5). L’ensemble de ces cellules présente 
certaines propriétés phénotypiques et fonctionnelles communes qui leur permettent de se 
maintenir dans ces conditions. Par ailleurs, une grande partie des marqueurs 
membranaires sont identiques et aucun ne discrimine un type cellulaire des autres. De ce 
fait, la mise au point d’une technique de culture permettant une sélection stricte des 
fibroblastes reste à établir.  
En dehors de ces difficultés techniques, l’hétérogénéité au sein même des 
fibroblastes a été mise en évidence. Des différences peuvent être décrites à plusieurs 
niveaux. Il s’agit notamment des origines embryologiques de ces cellules. La plupart des 
fibroblastes dérivent, au niveau embryonnaire, du feuillet mésodermique comme c’est le 
cas des fibroblastes de la peau abdominale ou de la moelle osseuse du squelette axial. 
Mais d’autres fibroblastes, comme ceux présents au niveau de certaines structures cranio-
faciales (ligament parodontal, pulpe dentaire,…) dérivent des crêtes neurales.  
Par ailleurs, la localisation anatomique des fibroblastes à l’âge adulte est 
également un élément de discrimination. Les travaux de Chang ont mis en évidence un 
profil d’expression génétique qui dépend de leur localisation topographique et qui sont en 
lien avec les origines embryonnaires (17). L’expression de morphogènes et notamment 
des homéogènes HOX à l’âge adulte est corrélée aux situations anatomiques antéro-
postérieure, rostro-caudale et dermique/non-dermique (18). Ainsi, on retrouve plus de 
variations entre les transcriptomes de fibroblastes de deux régions anatomiques 
différentes provenant d’un même individu qu’entre les transcriptomes de fibroblastes 
issus d’une même localisation chez deux individus différents (17, 18). 
 D’un point vu fonctionnel, les interactions avec les cellules environnantes sont 
différentes selon le type de fibroblastes. Par exemple, les interactions entre fibroblastes 
gingivaux (FG) et les cellules épithéliales de la muqueuse orale sont différentes de celles 
qu’entretiennent les fibroblastes dermiques avec les cellules épithéliales de la peau.  La 
production d’une MEC spécifique à chacun des tissus va modifier le phénotype des 
kératinocytes. Par exemple, la production des collagènes de type III et V va être moins 
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abondante par les fibroblastes gingivaux que par les fibroblastes dermiques. Ils vont en 
revanche sécréter plus de keratinocyte growth factor (KGF), (HGF) et de vascular 
endothelial growth factor (VEGF) lors de la ré-épithélialisation (19, 20). Les fibroblastes 
gingivaux sont également moins sensibles aux effets pro-fibrotiques du TGF-β1 que les 
fibroblastes dermiques. Ceci est dû à une moindre production d’endothéline-1 par les 
fibroblastes dermiques (21).  
Les différences entre fibroblastes vont influer sur les capacités de cicatrisation du 
tissu dans lequel ils siègent. Certainement lié à leur fonction et à leur ontogénie, les 
organes possèdent des capacités de cicatrisation très diverses dans le corps humain. Ainsi, 
le foie ou la peau présente un potentiel de réparation très supérieur aux artères ou au 
système nerveux. Ces différences nous ont amenées à étudier des fibroblastes issus de 
tissus présentant une cicatrisation optimale. L’objectif est de comprendre comment ces 
cellules présentent un tel potentiel afin de pouvoir les utiliser, à long terme, dans des 
protocoles de thérapie cellulaire. En somme, transférer des compétences de régénération 
accrues de certains tissus pour d’autres tissus faiblement efficaces pour cette fonction.  
 I.1.5. La gencive, un tissu aux propriétés de cicatrisation exceptionnelles 
 Situation anatomique 
 Parmi les tissus ayant un fort pouvoir cicatrisant, la muqueuse orale présente 
l’avantage d’être facilement accessible et donc de permettre l’étude des fibroblastes qui la 
peuplent. Au sein de cette muqueuse, la gencive est un tissu à part. Faisant partie des 
muqueuses masticatoires, elle se situe entre les collets dentaires et la ligne muco-
gingivale et présente un aspect festonné au niveau de sa crête. La gencive marginale se 
situe au niveau vestibulaire et lingual tandis que la gencive palatine, comme son nom 
l’indique recouvre le palais. Les espaces entre les dents sont comblés par les papilles 
gingivales inter-dentaires. Dans le sens corono-apical, la gencive est divisée en deux 
parties : libre et attachée. La première partie laisse un espace entre la gencive et la dent 
appelé sulcus. La seconde partie est en contact avec le périoste de l’os alvéolaire, os dans 













 Composition histologique 
 La gencive se distingue au niveau histologique du reste de la muqueuse orale. Elle 
présente au niveau superficiel un épithélium malpighien kératinisé qui forme des inter-
digitations dans le tissu conjonctif sous-jacent. Plusieurs types d’épithéliums vont 
composer la gencive. On retrouve ainsi l’épithélium de jonction qui se situe au contact 
des dents, au fond du sulcus, l’épithélium sulculaire qui va être en continuité de 
l’épithélium de jonction et va tapisser le sulcus. Enfin l’épithélium buccal se situe sur le 
reste de la gencive.  Ces épithéliums vont montrer certaines spécificités en fonction de 
leur localisation. Par exemple, l’épithélium de jonction va présenter des liaisons lâches 
entre les cellules le constituant permettant l’exsudation du fluide créviculaire.  
 Le tissu conjonctif est composé de diverses cellules : principalement de 
fibroblastes gingivaux (que nous détaillerons dans le chapitre suivant) et de cellules 
inflammatoires. La MEC est composée en majorité de collagène (60% du volume total). 
Le collagène va assurer les propriétés structurelles du tissu conjonctif.  Trois types de 
collagène sont prépondérants dans ce tissu. Il s’agit du type I (91%), du type III (8%) et 
du type V (moins de 1%) (22). Le collagène de type I majoritaire dans les différentes 
couches du tissu conjonctif gingival est organisé soit, en faisceaux larges et denses (qui 
Figure 2. Vue macroscopique et schéma en coupe transversale de l’organe dentaire 




composent en majorité l’appareil d’ancrage supra-radiculaire), soit en réseau à fibres 
courtes et fines associées au collagène de type III (23). Une altération de la synthèse du 
type III, comme dans le cas d’une mutation génétique va perturber la fibrillogénèse du 
type I se caractérisant par un diamètre plus important des fibres (24). D’un point de vue 
clinique, les patients souffrant de la maladie d’Ehlers-Danlos de type vasculaire et dont 
l’étiologie est une mutation génétique affectant le collagène de type III, présentent une 
gencive anormalement fine (25). Par ailleurs, on retrouve le collagène de type III 
organisé en réseau réticulaire près de la membrane basale de l’épithélium de jonction. La 
distribution du collagène de type III dans le reste du tissu conjonctif est plus diffuse (23, 
26, 27). Le collagène de type V, par sa structure filamenteuse, va enrober les fibres de 
collagène de type I et III (23, 26, 28). D’autres types de collagènes, très minoritaires, vont 
également être retrouvés, comme le collagène de type VI sous forme de réseau diffus ou 
encore le collagène de type IV, localisé  au niveau de la membrane basale mais aussi 
autour des fibres nerveuses. 
  L’autre composante fibrillaire du tissu conjonctif provient des fibres élastiques. 
Les fibres du réseau élastique sont, après le collagène, les composants fibrillaires majeurs 
du tissu conjonctif gingival. Elles confèrent au tissu son élasticité. On en distingue trois 
types (oxytalane, élaunine et fibres élastiques) qui vont avoir une localisation spécifique. 
Ainsi, les fibres d’oxytalane sont localisées au tiers superficiel, les fibres d’élaunine au 
tiers moyen et les fibres élastiques au niveau profond du tissu conjonctif (29). Par 
ailleurs, la proportion de fibres élastiques dans la muqueuse orale est sensiblement 
différente avec une abondance supérieure à la gencive qui en explique la laxité. 
 En dehors des fibres de collagènes et élastiques, la MEC contient un grand 
nombre de protéoglycanes, de glycosaminoglycanes (GAG), de glycoprotéines et d’autres 
protéines. Les protéoglycanes sont des glycoprotéines composés d’une protéine porteuse 
sur laquelle va se lier des chaines composées de motifs disaccharides sulfatés ou non, 
appelés glycosaminoglycanes (GAG). Au niveau du tissu conjonctif gingival, différents 
types ont été identifiés : la décorine, le biglycan, le versican, le perlécan et le syndécan 
qui est le seul à être membranaire contrairement aux autres qui sont sécrétés (30). Ils 
assurent plusieurs fonctions essentielles au fonctionnement du tissu conjonctif. Ainsi, ils 
participent au maintien de l’hydratation des tissus en fixant les molécules d’eau. Cette 
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fonction est assurée par les protéoglycanes larges et très chargés négativement comme le 
versican ou par le GAG acide hyaluronique. De même, les longues chaines de répétition 
disaccharidique vont former un maillage qui va retenir les grosses molécules et donc 
participer à la fonction de filtrage et de stockage (4). Les petits protéoglycanes comme la 
décorine vont participer à la régulation de la synthèse des collagènes. Certains sont 
capables de réguler la distribution des facteurs de croissance (31). Cette fonction 
régulatrice permet à la cellule d’établir des rétrocontrôles en modifiant la synthèse des 
macromolécules matricielles et des facteurs de croissance en fonction de l’activité 






















Figure 3. Coupe histologique de gencive. GL: Gencive libre, GF: gencive attachée  (Fonzi L., 




Les GAG peuvent être partie intégrante du protéoglycane ou être libres (acide 
hyaluronique). Le plus abondant est le dermatane sulfate (60% des GAG). Le deuxième 
GAG le plus abondant est le chondroïtine sulfate (30% des  GAG), puis viennent 
l’héparane sulfate et l’hyaluronate (10% chacun du total des GAG). Ils présentent une 
large gamme de poids moléculaire, allant de 15 kD pour l’héparane sulfate à 340kD pour 
l’hyaluronate, ainsi que de degrés de sulfatation et de charges négatives. Ils se distribuent 
dans l’ensemble du tissu conjonctif gingival.  
Les glycoprotéines de structure vont assurer les liaisons entre les différentes 
macromolécules de la MEC et les cellules qui la composent. On retrouvera différents 
types de molécules comme la fibronectine, la laminine, mais également la vitronectine ou 
encore la ténascine.  
 Propriétés de cicatrisation 
 Servant de tissu de recouvrement, la gencive est exposée en permanence aux 
traumatismes que subit la cavité buccale. Premier segment du système digestif,  
directement en contact avec le monde extérieur, la gencive est soumise à des agressions  
très importantes, qu’elles soient thermiques, mécaniques, chimiques ou infectieuses. 
C’est très certainement en raison de ces conditions extrêmes que la gencive a acquis un 
potentiel accru, tant au niveau de son taux de renouvellement - parmi les plus importants 
du corps humain (32, 33) - qu’au niveau de ses capacités de cicatrisation. En effet, après 
une lésion ou une chirurgie, la gencive est capable de se régénérer ad integrum, sans 
fibrose ni cicatrice (22, 34). De ce fait, la cicatrisation gingivale est considérée comme 
embryonnaire ("embryo-like") (22). A partir de modèles animaux comparant des plaies 
cutanées et gingivales, il a été montré que la cicatrisation de ce dernier tissu était plus 
rapide et présentait une baisse très significative de la formation de cicatrice, et ceci à la 
fois cliniquement et histologiquement (Figure 4). La phase inflammatoire, précédant la 
cicatrisation est par ailleurs atténuée et plus courte que dans la peau, avec une baisse du 
recrutement de neutrophiles, de macrophages, et de lymphocytes T (35-37). A l’inverse, 
le nombre de myofibroblastes est plus important dans la gencive que dans la peau au jour 
14 après l’induction de la lésion. Il est également plus important avant la lésion de la 
gencive tandis qu’il est le même dans la peau (35). En outre, il a été montré que le ratio 
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TGF-β3/ TGF-β1 était plus important dans la cicatrisation gingivale. Or le TGF-β3 a un 
effet anti-fibrotique tandis que le TGF-β1 a un effet inverse (38, 39).  
  
Figure 4. Comparaison clinique (A) et histologique (B) de la cicatrisation gingivale palatine et cutanée 
chez le porc. Notez la différence de vitesse et de qualité de cicatrisation entre les deux tissus.  
L’épithélium gingival est plus épais que celui de la peau. Il se reforme plus vite et réalise des 
projections dans le tissu conjonctif sous-jacent. La comparaison entre les deux tissus se fait aux jours 3, 
14, 28, 32, 46, 60 au niveau clinique et aux jours 3, 7, 14, 21, 35, 49 pour l’analyse histologique. Les 
flèches indiquent les bords de la lésion. Légendes: (A) UW: tissu normal, TOW: section prise lors de 
l’induction de la plaie; (B) CT: tissu conjonctif, WCT: tissu conjonctif de cicatrisation E: épithélium, 
mE: épithélium migratoire, wE: épithélium de cicatrisation, FC: clou fibrinaire, GT: tissu de 





Les propriétés de cicatrisation de la gencive sont attribuables à plusieurs acteurs : les 
cellules épithéliales, qui, à partir des berges de la lésion, vont migrer vers son centre en 
reconstituant l’épithélium; le tissu vasculaire qui va fournir les éléments nutritifs 
nécessaires; la salive qui apporte un taux d’humidité favorable à la cicatrisation et qui 
contient des facteurs de croissance (EGF, TGF-β, FGF, IGF etc.), des ions Mg2+ et Ca2+ 
favorisant les réactions enzymatiques en tant que co-facteurs et des histatines et secretory 
leukocyte peptidase inhibitor (SLPI) pro-cicatriciels (6, 40). Cependant, le fibroblaste est 
l’élément central de ces processus en interagissant avec l’ensemble de ces acteurs et en 
modulant leurs rôles.  
 
  I.1.6. Le fibroblaste gingival 
 Constituant majoritaire du tissu conjonctif gingival, il représente 65%  des cellules 
du tissu conjonctif, soit environ 200.10
6
  cellules par cm
3
 (22). Le FG présente des 
particularités le distinguant de fibroblastes issus d’autres tissus. D’un point de vue 
embryologique, les FG comme la plupart des cellules constitutives des structures cranio-
faciales dérivent des crêtes neurales crâniennes (nous détaillerons plus loin la notion de 
crête neurale). De manière plus précise, la grande majorité des FG dérive des crêtes 
neurales bien qu’une fraction soit d’origine mésodermique (5, 41). Ces données sont 
issues d’expériences faisant intervenir des souris dont le gène WINT1 a été marqué à la 
protéine à fluorescence verte (GFP). Il n’est pas impossible que l’âge de l’individu 
influence la proportion de ces deux origines. En effet, il a été montré que les cellules 
adipeuses de la face sont à l’origine uniquement dérivées des crêtes neurales puis sont 
progressivement colonisées par des adipocytes d’origine mésodermique parallèlement à 
l’avancée en âge (42). Ces expériences n’ont cependant pas été confirmées au niveau des 
FG.  
 Comme tout fibroblaste, les FG vont synthétiser les composants de la MEC 
gingivale. Les composants et les proportions de cette MEC péri-cellulaire (ou niche) sont 
spécifiques  au tissu et donc au fibroblaste qui les produit. Ainsi, lorsque l’on compare la 
composition des MEC dermique et gingivale, on observe des différences qualitative et 
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quantitative. Ces différences concernent notamment, les collagènes de type III et V qui 
sont moins synthétisés par le fibroblaste gingival mais également des 
glycosaminoglycanes sulfatés, l’héparane sulfate, le chondroitine sulfate, le kératane 
sulfate, l’acide hyaluronique ou encore la ténascine-C (36, 43-45). Autre exemple, 
l’élastine est moins abondante dans le tissu conjonctif gingival que dans la peau. 
Cependant, le FG synthétise les composants micro fibrillaire associés au réseau élastique 
tels que la fibuline 5, la fibrilline 1 et 2 de manière plus abondante (46-48). Néanmoins, 
bien que FG synthétise moins d’élastine que le fibroblaste dermique, le réseau élastique 
gingival est moins dégradé par le vieillissement que dans la peau (49).  
 Hétérogénéité  fibroblastique intra-tissulaire 
 Comme nous l’avons mentionné ci-dessus, les fibroblastes présentent des 
propriétés communes quel que soit leur tissu d’origine mais également des spécificités 
tissulaires. Cette hétérogénéité inter-tissulaire s’accompagne d’une hétérogénéité intra-
tissulaire. En effet, il a été démontré qu’au sein du tissu conjonctif de la gencive 
coexistent des fibroblastes phénotypiquement et fonctionnellement différents. Par 
exemple, selon les sites gingivaux, le FG va synthétiser différents composants : la 
composition de la MEC est différente entre la gencive attachée et les papilles 
interdentaires (50). Au niveau du tissu conjonctif inter-dentaire, on retrouve plus de pro-
collagène de type I, les isoformes alternatifs A et B (EDA et EDB) de la fibronectine, la 
ténascine-C, le TGF-β, le connective tissue growth factor (CTGF) et le signaling 
molecule son-of-sevenless (SOS)-1. La présence, au niveau des papilles inter-dentaires de 
ces macromolécules, qui sont normalement exprimées au cours de la cicatrisation, 
suggère la présence de cellules avec un profil sécrétoire pro-cicatrisant différent de la 
gencive marginale (50). Ces données sont à rapprocher des études de cultures in vitro 
montrant des capacités de migration dans des gels de collagènes différents entre les FG 
de papilles inter-dentaire et de gencive libre. Les premiers présentent un indice 
d’infiltration comparable aux fibroblastes fœtaux contrairement aux seconds. Cette 
capacité d’infiltration est dépendante du facteur stimulant la migration (MSF). Ce facteur 
est sécrété par les fibroblastes fœtaux, par les fibroblastes papillaires mais ne l’est ni par 
les fibroblastes dermiques, ni par les fibroblastes du conjonctif profond (51).  
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 Le facteur C1q, constituant du complexe 1 du complément (C1), est également un 
facteur différenciant les fibroblastes gingivaux.  Les fibroblastes gingivaux exprimant à 
leur surface le facteur C1q présentent des propriétés différentes : ils prolifèrent plus vite 
et synthétisent deux à trois fois plus de protéines que les souches parentales. Quarante 
pourcent de cette synthèse est dédiée au collagène dont une part de collagène de type III 
et V plus importante que les fibroblastes n’exprimant pas le facteur C1q (52).  
 Hakkinen a montré que cette hétérogénéité se retrouvait également au sein du 
tissu de granulation, que ce dernier soit formé au cours d’un processus de cicatrisation ou 
lors de lésions induites par une parodontite. Dans ces expériences, des cultures 
monocellulaires ont permis de générer des unités de formation de colonies fibroblastiques 
(CFU-F) à partir, soit de tissus de granulation, soit de gencive normale. Il a été montré 
que trois types cellulaires pouvaient être obtenus, différenciables au niveau 
morphologique (les clones présentaient un aspect soit petit/fusiforme, soit large/étoilé ou 
alors épithélioïde). Alors que le tissu de granulation contient un nombre prépondérant de 
cellules de type étoilé, la gencive normale contient préférentiellement les deux autres 
types (53). Les clones étoilés présentent une capacité proliférative moindre que les autres 
types cellulaire (53).   
 Cette hétérogénéité fibroblastique présente un corollaire clinique : 
l’hyperplasie/hypertrophie gingivale d’étiologie médicamenteuse. Cette pathologie se 
caractérise par un accroissement du volume de la gencive. Les inhibiteurs calciques sont 
les plus fréquemment associés à cet accroissement gingival. D’autres médicaments 
comme certains immuno-modulateurs et anti-convulsants peuvent avoir les mêmes 
conséquences. Cet effet est propre à la gencive renforçant les arguments d’une 
hétérogénéité fibroblastique inter-tissulaire (la peau, par exemple, ne devient jamais 
hyperplasique sous l’effet de ces médicaments) (54). En outre, les cultures in vitro de 
fibroblastes soumis à ces médicaments montrent que seule une sous-population des FG 
répond par une production excessive de MEC. Par ailleurs, les fibroblastes issus de 
biopsies de gencives hyperplasiques continuent de synthétiser, in vitro, une trop grande 
quantité de MEC, suggérant une sélection/expansion du phénotype incriminé in vivo par 
l’exposition chronique aux médicaments (54, 55).   
27 
 
 Au regard de cette capacité exceptionnelle de cicatrisation qu’offre le FG et des 
nombreuses études mettant en évidence la présence d’une hétérogénéité intra-tissulaire, 
nous avons émis l’hypothèse selon laquelle le tissu conjonctif gingival pouvait contenir 
des cellules souches mésenchymateuses. Pour appuyer cette hypothèse, nous devons 
désormais développer la notion de cellule souche.    
I.2. Les cellules souches 
  I.2.1. Définition 
Le terme de cellule souche regroupe une grande variété de types cellulaires. Ce 
terme est employé de manière large et se définit davantage comme un socle commun de 
propriétés cellulaires plutôt qu’une entité clairement identifiée. On pourra ainsi parler de 
cellules souches hématopoïétiques, de cellules souches de la moelle osseuse, mais 
également de cellules souches adultes ou embryonnaires, de cellules souches induites… 
Le socle commun de ces cellules est finalement simple. On définira ainsi une cellule 
souche comme étant capable de se renouveler in vitro à partir d’une seule cellule 
(capacité de clonogénicité) d’une part, et de pouvoir se différencier  en plusieurs lignages 
cellulaires (capacité de différentiation) d’autre part (56). Cette dernière capacité est 
modulée en différents grades selon la variété des différenciations possibles  par le type 
cellulaire concerné. On parlera de cellule unipotente pour une cellule capable de donner 
un seul type cellulaire (par exemple : les cellules souches spermatogonales), de 
multipotente pour une cellule pouvant se différencier en plusieurs types cellulaires 
appartenant au même lignage cellulaire (par exemple, les cellules souches 
hématopoïétiques), de pluripotente lorsque la cellule est capable de se différencier en 
plusieurs types cellulaire appartenant à différent feuillets primordiaux de l’embryon : 
l’ectoderme, le mésoderme et l’endoderme (par exemple, les cellules souches 
embryonnaires). Seuls l’ovule fécondé et les premières cellules divisées du blastomère 
sont totipotents, étant capables de donner l’ensemble des tissus de l’individu et également 
les annexes placentaires nécessaires au développement de l’embryon (57).  
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  I.2.2. Critères de différenciation 
Les critères utilisés pour décrire les capacités de différenciation sont variés et 
offre une gradation du niveau de preuve du potentiel d’une cellule. Les essais de 
différenciation in vitro auront pour but de mettre en évidence des marqueurs spécifiques 
d’une lignée induite par des conditions de culture adaptées. Cependant, le mode de 
culture in vitro peut induire des biais notamment par stress cellulaire produisant des faux 
positifs, surtout pour la différenciation neurale (57-59). Par ailleurs, ces essais reposent la 
plupart du temps sur des marqueurs sans que la différenciation ne soit confirmée par des 
tests fonctionnels (57).  
Les essais in vivo de différenciation sont plus contraignants. Ils diminuent les 
biais liés au mode de culture in vitro et permettent de suivre l’évolution des cellules 
transplantées dans un environnement plus proche de la réalité physiologique. Le taux de 
réussite de  différentiation lorsque l’on passe de tests in vitro à in vivo est inférieure. Il a 
été montré, par exemple, que des cellules souches de moelle osseuse (CSMMO) purifiées 
à l’aide des marqueurs Stro-1bright/V-CAM+ se différenciaient en ostéoblastes produisant 
une matrice minéralisée in vitro (testées sur 64 clones) dans des conditions 
osteoinductive, mais que seulement 54% des clones étaient capable, in vivo, de produire 
de l’os et 35% de constituer des éléments hématopoïétiques et adipeux dans les zones 
transplantées (60). Cependant, des biais liés à l’expérimentation peuvent induire des 
erreurs d’interprétations. Par exemple, la présence de cellules souches de donneurs 
retrouvées au niveau de différents organes chez le transplanté peut résulter des effets de 
la circulation sanguine ou de la fusion avec des cellules hôtes (61).  
Les essais pour prouver la pluripotence in vivo des cellules testées sont multiples. 
Il y a les essais consistant à former des tératomes. Ils ont pour but de démontrer la 
capacité de pluripotence en induisant in vivo des tumeurs possédant de multiples lignages 
cellulaires. Ce test ne permet cependant pas de prouver la capacité des cellules testées à 
accomplir un développement normal. La formation de chimère permet, elle, d’évaluer la 
contribution des cellules injectées dans le blastocyste au développement des tissus 
embryonnaires et donc de participer de manière physiologique à l’établissement des 
organes. Cependant, pour des raisons éthiques évidentes, ce test ne peut être réalisé avec 
des embryons humains. Enfin, le test le plus contraignant consistera en une 
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complémentation d’embryon tétraploïde (4n). Ces derniers sont générés par fusion de 
deux zygotes et acquièrent un patrimoine génétique composé de 2 paires de 
chromosomes. Dans ces conditions, ces embryons 4n ne peuvent contribuer au 
développement des lignées somatiques mais permettent seulement la mise en place des 
annexes placentaires. Ainsi les lignées somatiques sont exclusivement créées par les 
cellules testées (57).  
Les applications de ces cellules sont multiples. Au-delà de l’aide à la 
compréhension des mécanismes fondamentaux de développement embryologique et 
tissulaire, l’utilisation de ces cellules est envisagée pour le traitement de pathologies par 
thérapie cellulaire. Parmi la variété des cellules souches étudiées, quelques-unes sont plus 
particulièrement promises à des applications en la matière. Elles correspondent à des 
stratégies différentes dans l’obtention et la production des cellules souches à promouvoir. 
Ainsi, trois grandes variétés de cellules souches sont plus particulièrement étudiées par la 
communauté scientifique : les cellules souches embryonnaires, les cellules souches à 
pluripotence induite et les cellules souches adultes. 
  I.2.3. Les cellules souches embryonnaires 
 La possibilité de cultiver  in vitro des cellules dérivées de blastocystes murins date 
de 1981 (62) et celles dérivées de blastocystes humain date de 1998 (63). Les cellules 
souches embryonnaires (CSE) sont isolées à partir de la masse cellulaire interne de  
l’embryon, aux jours 4-5 après fécondation. Plusieurs cellules sont nécessaires pour 
pouvoir proliférer. Après dissociation, les cellules sont cultivées dans des boites de Pétri, 
sur des couches de fibroblastes fœtaux irradiés (pour éviter qu’ils ne prolifèrent et 
n’entrent en compétition avec les CSE) en présence de leukemia inhibitor factor (LIF) qui 
est un facteur inhibant leur différenciation vers des lignées hématopoïétiques. Ces 
cellules synthétisent un taux élevé de télomèrase concordant avec leur capacité de 
renouvellement infini et gardent leur faculté de pluripotence après amplification. Elles  
expriment les marqueurs suivants : stage-specific embryonic antigen (SSEA) –3, SSEA-
4, TRA-l-60, TRA-1-81, et la phosphatase alcaline (63). Elles sont pluripotentes comme 
le montrent différents essais réalisés in vitro. Injectées dans des souris SCID (Severe 
Combined ImmunoDeficiency), les cellules souches embryonnaires ont la capacité de 
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former des tératomes composés de multiples types tissulaires appartenant aux trois 
feuillets primordiaux (63). Elles peuvent former des chimères lorsqu’elles sont 
réinjectées dans des blastocystes et participer à la formation des gamètes (expériences 
réalisées uniquement chez la souris) (64). Il est étonnant de constater le délai relativement 
important dans l’établissement des lignées humaines de CSE et celles dérivées de lignées 
murines. Ce décalage peut être lié aux conditions de cultures. Les cellules murines 
nécessitent du LIF pour se renouveler et les lignées humaines ont besoin de la voie de 
signalisation fibroblast growth factor (FGF)-2-activin/nodal (65).  Ces cellules font 
l’objet de nombreuses études. Cependant, plusieurs limites remettent en cause leur 
utilisation à des fins thérapeutiques. Tout d’abord, des limites éthiques : en effet, il est 
nécessaire de détruire des embryons humains pour obtenir ces lignées cellulaires. Par 
ailleurs elles produisent des tumeurs malignes ou des tératomes au niveau de leur point 
d’injection (66). Enfin, étant issues d’individus autres que le patient receveur, elles 
présentent un risque majeur de rejet immunitaire. 
  I.2.4. Les cellules souches induites 
 La possibilité de reprogrammer des cellules adultes afin qu’elles acquièrent des 
propriétés  de cellules souches embryonnaires a bouleversé le champ d’investigation des 
cellules souches. En 2006, Yamanaka montre, à partir de fibroblastes dermiques de souris 
adultes, qu’il est possible, avec un nombre limité de facteurs (C-MYC, KLF4, SOX2 et  
OCT3/4), de rendre pluripotentes des cellules adultes (appelées iPS pour induced 
pluripotent stem cells) (66). Un an plus tard, il réitère ce procédé avec des cellules 
humaines (67). Ces avancées lui vaudront le prix Nobel en 2012. Ce prix ne 
récompensera pas Thomson J.A qui parviendra au même résultat en utilisant d’autres 
facteurs (NANOG, LIN28 à la place de C-MYC et KLF4) en 2007 (68). Le champ 
d’investigation de ces nouvelles cellules est large et peut être recoupé en quatre 
catégories (69). Reproduisant les mécanismes de développement embryonnaire, les iPS 
sont un outil pour la compréhension des processus de différentiation précoce. Elles 
permettent de reproduire in vivo des modèles de maladies en utilisant des cellules de 
personnes porteuses de mutations géniques. Elles peuvent également servir à tester des 
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médicaments. Enfin, leur utilisation à des fins de thérapie cellulaire est envisagée, 
permettant de recréer des tissus endommagés.  
 Les quatre facteurs intégrés dans la cellule par des rétrovirus vont permettre de 
modifier l’expression de gènes de pluripotence. D’après Yamanaka, il  est probable que 
ce soient C-MYC et KLK4 qui agissent en tant que modificateurs de la structure de la 
chromatine, diminuant les liaisons entre la chromatine et les histones et permettant à 
SOX2 et OCT3/4 de reprogrammer la cellule vers un stade indifférencié. En effet, SOX2 
et OCT3/4 ne peuvent se lier à leur cible lorsque la cellule est à l’état différencié. Il a été 
notamment démontré que KLF4 interagit avec la p300 histone acétyltransférase, 
induisant une acétylation des histones, diminuant la force des liaisons histone/ADN et 
donc permettant une augmentation des liaisons facteurs de transcription/promoteur (68). 
Après plusieurs jours de culture contenant notamment du FGF-2 (maintenant  la 
pluripotence des cellules à l’instar des CSE), ces cellules présentent des propriétés de 
différenciation comparables aux cellules souches embryonnaires. Ainsi, elles ont la 
capacité de se différencier dans divers types cellulaires appartenant aux trois feuillets 
primordiaux, de former des tératomes lorsqu’elles sont injectées en sous cutané de souris 
immunodéficientes, de former des chimères lorsqu’elles sont injectées dans des embryons 
de souris et même de complémenter des embryons tétraploïdes (70). Cependant, plusieurs 
écueils sont imputables à cette technique. Tout d’abord, sa faible efficacité, qui est de 
l’ordre de 0,1% de cellules reprogrammées sur l’ensemble des cellules transfectées (66). 
En outre, le taux élevé de copies rétrovirales (>20) des gènes insérés, et notamment de C-
MYC, est un facteur favorisant la survenue de tumeurs. Cette incompatibilité vis-à-vis 
d’une utilisation humaine a poussé les chercheurs à mettre au point un transfert de gènes 
sans rétrovirus en utilisant soit des adénovirus (71), soit des plasmides non intégratifs 
(72), soit des transposons piggyBac permettant l’excision du transgène (73) ou encore des 
protéines recombinantes(74). Par ailleurs, plusieurs études ont montré que les iPS 
présentaient un potentiel de différenciation supérieur dans les lignages dont les cellules 
sont issues, suggérant une mémoire épigénique des origines embryonnaires (75-77). De 
manière surprenante, cette mémoire diminue au fur et à mesure des passages en culture 
cellulaire et peut être effacée lorsqu’une seconde reprogrammation est réalisée (77). Les 
écueils concernant les potentiels tumérogéniques des iPS doivent cependant être 
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comparés aux CSE. En effet, la comparaison du taux de mutation entre les iPS et les CSE 
montre qu’ils sont finalement assez proches. Ce taux, autour de 12,5%  selon Taapken 
(78), peut dès lors être attribué à des mutations propres aux processus de prolifération et 
de différenciation et/ou aux effets de la culture in vitro. 
  I.2.5. Les cellules souches adultes 
 Les cellules souches hématopoïétiques 
 Eu égard aux difficultés éthiques et techniques de l’utilisation des CSE, les 
scientifiques ont cherché des cellules alternatives à des fins thérapeutiques. A l’âge 
adulte, les organes contiennent des cellules progénitrices capables de reformer/réparer le 
tissu lésé. Selon les organes et les tissus, les propriétés de réparation varient 
considérablement comme nous l’avons déjà évoqué ci-dessus. Les cellules 
hématopoïétiques sont un exemple d’organisation, à l’âge adulte, de processus de 
différenciations multiples à partir d’un précurseur indifférencié. Le concept, controversé 
à l’époque et validé depuis, selon lequel une seule cellule peut donner de multiples 
lignages hématopoïétique, a été développé au XIX
ème
 siècle par l’allemand F. Neumann 
(1834-1918). Les cellules souches hématopoïétique (CSH) ont donc la capacité de se 
renouveler et de se différencier, maintenant le pool de cellules nécessaire tout au long de 
la vie d’un individu (79). Les CSH vont se différencier en progéniteurs myéloïdes et 
lymphoïdes (qui eux ne se renouvellent pas) donnant à leur tour l’ensemble des cellules 
du sang. Les processus de différenciation sont complexes et finement régulés aboutissant 
à des cellules présentant des fonctions spécifiques interagissant entre elles et avec les 
cellules environnantes. Ainsi, les lignées myéloïdes vont donner les érythrocytes, les 
plaquettes, les monocytes/macrophages, les granulocytes et une partie des cellules 
dendritiques. Les précurseurs lymphoïdes vont quant à eux donner les lymphocytes T, les 
lymphocytes B, les cellules Natural Killer (NK) et l’autre partie des cellules dendritiques 
(79)(cf. Figure 5). Les controverses concernant l’origine embryonnaire de ces CSH sont 
encore d’actualité. Cependant, il semble établi que plusieurs sites indépendants soient le 
siège de l’établissement des premières lignées souches (80, 81), appelées cellules 














Cet ancêtre commun a, comme son nom l’indique un phénotype endothélial, ce qui le 
rend difficilement discernable des cellules endothéliales non-hémogénique (82). Chez les 
mammifères, ces cellules forment au niveau sous-endothélial, des îlots cellulaires qui 
vont s’engager dans une transition « endothélio-hématopoeitique » grâce notamment à 
l’activation du gène runt-related transcription factor (RUNX)1 (83). A ce stade, il 
exprime les marqueurs de cellules endothéliales comme le CD31 ou le Vascular 
Endothelial (VE)-Cadhérine  mais également des marqueurs de cellules souches 
hématopoeitiques comme le CD41 (GPIIb) (84). Les cellules vont migrer à travers la 
paroi de l’aorte et gagner l’espace extra-aortique où elles vont rejoindre le compartiment 
veineux et finir par coloniser la moelle osseuse. C’est dans cette moelle osseuse que les 
CSH vont se maintenir à l’âge adulte et permettre une hématopoïèse continue. Dès les 
années 1960, les greffes de moelle osseuse ont été réalisées afin de traiter des 
hémopathies congénitales ou acquises comme par exemple les leucémies. Le pourcentage 
de CSH récoltées lors de prélèvement de moelle osseuse du donneur est faible mais 
Figure 5. Les lignées hématopoïétiques à l’âge adulte offrent un exemple de différenciation dans 
différents types cellulaires à partir d’un précurseur commun. LT(SC)-HSC: cellules souches 
hématopoeitique de long (court) terme, MPP: progéniteurs multipotents, CMP: progéniteurs 
myéloïdes, CLP: progéniteurs lymphoïdes. MEP: progéniteurs érythrocytaires et 





suffisant pour rétablir une fonction hématopoïétique normale chez le receveur. Ces succès 
thérapeutiques ont permis de consolider le concept de thérapie cellulaire comme base de 
traitement. 
 Micro environnement des CSH 
 A l’âge adulte, l’hématopoïèse va être assurée dans les os plats comme la scapula, 
ou l’os iliaque et dans l’épiphyse des os longs, par exemple au sein des têtes de fémur. 
Dans la moelle osseuse, les CSH vont former un micro environnement hématopoïétique 
(MEH) assurant l’homéostasie de leur fonction. Ce MEH fait intervenir différentes 
cellules agissant de concert pour fournir les signaux nécessaires à son élaboration et à son 
maintien. L’origine, le type et le rôle respectif de ces cellules est un vaste sujet de 
recherche. Cependant, certains acteurs semblent incontournables dans cette organisation : 
les cellules endothéliales, les cellules périvasculaires (ou péricytes ou réticulaires), les 
ostéocytes et un contingent des cellules souches mésenchymateuses. On distingue ainsi 
deux niches à CSH : une localisée dans la partie vasculaire et l’autre localisée dans 
l’espace endostéal, sous la couche d’ostéoblastes (Figures 6). Ces derniers vont participer 
à l’entretien des CSH par l’intermédiaire de cytokines essentielles au MEH dont le stem 
cell factor (SCF), la chémokine CXCL12, l’Angiopoïétine-1 ou encore la 
Thrombopoïétine (85, 86).  
 Les cellules souches mésenchymateuses de moelle osseuse 
 C’est le rôle des CSM qui est certainement le plus débattu dans l’organisation de 
cet environnement. La présence de ces précurseurs au sein de la moelle osseuse a été 
mise en évidence par Friedenstein en 1974. A partir de prélèvement de moelle osseuse, il 
a montré qu’une fraction des cellules de ce tissu était capable d’adhérer à des boites de 
culture en plastique. Ces cellules ne sont pas hématopoïétiques mais présentent un 
phénotype fibroblastique. Elles ont la capacité de former des CFU-F et d’être amplifiées 
in vitro. Injectées in vivo dans un environnement richement vascularisé, elles forment des 
tissus osseux et hématopoïétiques (87). En 2009, il a été montré que pour réaliser cette 
formation hématopoïétique hétérotopique, l’ossification doit se faire nécessairement par 
la voie endochondrale. En effet, Chan a montré que seules les CSM issues d’os formés 
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alors que les CSM issues d’os formé par la voie intramembraneuse ne l’étaient pas. Dans 
cette série d’expériences, l’ossification est assurée par les cellules du donneur tandis que 
ce sont les cellules de l’hôte qui vont fournir le contingent hématopoïétique (88). Dans 
une autre série d’expériences, il a été montré que les CSMMO présentant le marqueur 
CD146 (MCAM), présent initialement au niveau subendothélial, étaient capables de 
générer in vivo des formations sinusoïdales, préalable à l’établissement de l’hématopoïèse 
(89). Ces cellules sont par ailleurs positives aux marqueurs des péricytes. Ainsi, elles 
expriment le new glue 2 (NG2), l’α-smooth muscle actin (α-SMA), la calponine 1 et 3, le 
récepteur au platelet-derived growth factor β (PDGFR-β) et synthétisent les facteurs 
nécessaires à l’élaboration de l’angiogenèse hématopoïétique (comme l’angopioïétine-1 
(ANG1)) et au maintien du MEH (SCF, CXCL12, N-cadhérine) (89). Une étude récente 
tend à prouver que les niches hématopoïétiques et mésenchymateuses sont en fait une 
seule et même niche. En effet, une fraction des CSMMO, positives à la nestine, est en 
contact étroit avec les CSH. Ces  CSM sont également au contact des parois endothéliales 
Figure 6. Organisation des niches pour les cellules souches mésenchymateuses et 
hématopoïétiques.  Au sein du compartiment osseux, les CSM et CSH sont en 
contact. Dans la niche endostéale, les CSM et les ostéoblastes participent au 
maintien des CSH en phase quiescente (G0). Au niveau de la niche vasculaire, les 
CSM de type péricytes (CD146
+
) et les cellules endothéliales régulent la 




sans exprimer de marqueurs endothéliaux tels que le CD31 ou la VE-cadhérine. Elles 
synthétisent les facteurs nécessaires au maintien du MEH. Elles sont par ailleurs régulées 
par des mécanismes locaux et distants. La régulation locale fait intervenir le système 
nerveux sympathique (SNS) dont les fibres sont au contact de ces cellules. Ces dernières 
expriment le récepteur β3-adrénergique qui permet lors de sa stimulation (en cas de 
mobilisation médullaire par exemple) de diminuer la différenciation ostéoblastique. Par la 
présence de récepteurs à l’hormone parathyroïdienne, ces cellules sont régulées à 
distance. Sous l’effet de l’administration de parathormone, elles vont proliférer et 
s’orienter dans une voie de différenciation ostéoblastique. Par ailleurs, sur des souris 
irradiées (afin d’établir une aplasie médullaire), les CSH injectées vont se relocaliser 
(homing cellulaire) au contact de ces CSM, établissant une preuve supplémentaire d’une 
niche commune à ces deux types cellulaires (90). Une autre démonstration de l’inter 
connectivité de ces cellules souches est établie au travers des conséquences observées 
lors d’une ostéodifférenciation imparfaite sur les lignées hématopoïétiques. En effet, dans 
des modèles de souris, la délétion sélective du gène dicer1 au sein des précurseurs 
ostoblastiques, bloquant ainsi leur différenciation, conduit à une myélodysplasie puis à 
une leucémie (91).      
   L’intérêt pour les CSM ne se limite pas à leur rôle dans le maintien des CSH et au 
renouvellement des cellules ostéoblastiques. En effet, il a été montré que ces cellules ont 
des capacités de multipotence. Cette propriété permet d’envisager leur utilisation dans 
des protocoles cliniques de thérapie cellulaire. A la fin des années 90, plusieurs équipes 
ont montré la possibilité de différenciation en différents lignages de ces cellules (92, 93). 
Cultivées in vitro, elles peuvent être orientées dans diverses lignées mésenchymateuses 
telles que les chondrocytes, les adipocytes, les ostéocytes mais également en myocytes 
(92, 93). Des différenciations dans des lignées autres que mésodermiques ont été 
réalisées, notamment en neurones ou encore en cellules endothéliales (94). Cependant, la 
preuve d’une différenciation in vivo, reste encore à établir. Ce potentiel multipotent et 
notamment de différenciation osseuse ou cartilagineuse fait l’objet de nombreuses études 
in vitro et in vivo. De nombreux protocoles de différenciation avec divers supports sont 
testés à l’heure actuelle. Cependant, la difficulté d’obtenir des résultats réitératifs 
nécessite un perfectionnement de ce procédé thérapeutique.    
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 Une autre propriété des CSM a été mise en évidence un peu plus tardivement : 
leurs capacités immunomodulatoires (95). En effet,  les CSMMO peuvent moduler la 
prolifération, la différenciation des cellules immunitaires ainsi que leurs profils 
sécrétoires. Les CSMMO vont réguler la réaction inflammatoire dans le sens d’une 
diminution en agissant au niveau des systèmes immunitaires innés et adaptifs, soit par 
contacts directs entre cellules, soit par l’intermédiaire de facteurs sécrétés. Par exemple, 
sur les cellules du système immunitaire inné, les CSM peuvent bloquer la différenciation 
des monocytes en cellules dendritiques, cellules spécialisées dans la présentation de 
l’antigène aux lymphocytes. Les CSM vont également réduire la synthèse  par les cellules 
dendritiques de l’interféron gamma de type I (IFN-γ), cytokine pro-inflammatoire, et au 
contraire augmenter la production de l’interleukine 10 (IL-10), cytokine anti-
inflammatoire (96). Sur le système immunitaire adaptif, les CSMMO vont inhiber la 
prolifération des lymphocytes CD8+, CD4+ et des lymphocytes B. Ces lymphocytes 
produisent des agents pro-inflammatoires (notamment le TNF-α et l’IFN-γ) mais 
également des anticorps (lymphocytes B). En revanche, les CSMMO vont favoriser la 
prolifération des lymphocytes T régulateurs (CD4/CD25/FoxP3). Cette variété de 
lymphocytes à un rôle d’adaptateur de la réponse inflammatoire en régulant la 
prolifération et la synthèse des autres lymphocytes. En augmentant la synthèse d’IL-10 
par les cellules dendritiques, les CSMMO agissent indirectement sur l’augmentation de la 
prolifération des lymphocytes T régulateurs. De manière directe, elles augmentent leur 
prolifération par la synthèse de l’isoforme immunorégulateur de L’HLA-G : l’HLA-G5 
(97). Par la synthèse de certaines cytokines, elles vont diminuer la prolifération des autres 
lymphocytes comme nous l’avons indiqué ci-dessus. Les CSM vont notamment sécréter 
de l’oxyde nitrique (NO) et de l’indoléamine 2,3-dioxygénase (IDO). Cette dernière est 
sécrétée strictement par les CSM après stimulation par l’IFN-γ, va capter le tryptophane 
présent dans l’environnement et bloquer son utilisation par les lymphocytes autres que 
régulateurs (Figure 7).  
 Des observations récentes ont montré que cultivées en microsphères, les CSMMO 
avaient un pouvoir anti-inflammatoire supérieur par rapport à leur culture en 
monocouche. Ces observations sont issues d’expériences in vivo. En effet, en voulant 
traiter des infarctus de myocarde par injection intraveineuse de CSMMO, les chercheurs 
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ont montré qu’ils obtenaient une amélioration significative de la symptomatologie mais 
ceci non pas par contribution directe des CSMMO mais par le fait que ces cellules 
formaient des agrégats dans les terminaisons vasculaires, notamment au niveau des 
poumons. Agrégées entre elles, les cellules synthétisent une grande quantité TNF-α 
stimulated gene/protein 6 (TSG-6) qui va avoir un effet anti-inflammatoire et améliorer la 
fonction cardiaque (98). Ces propriétés ont été reproduites in vitro, où cultivées en 
microsphères, les CSMMO synthétisent le TSG-6, mais également la stanniocalcin-1, 
protéine anti-inflammatoire et antiapoptique, ainsi que des cytokines ayant des propriétés 
anticancéreuse comme l’IL-24 (99, 100). Ces résultats montrent que le mode de culture 
en trois dimensions, à l’instar des protocoles de différenciation a une incidence majeure 




Si les CSMMO ont la capacité de moduler l’activité de la majorité des différentes cellules 
du système immunitaire, elles peuvent, en retour, être l’objet de régulation par certaines 
d’entre elles. Ainsi, les cellules NK activées par l’IL-2 ainsi que les lymphocytes T  
peuvent induire l’apoptose des CSMMO par la voie FAS/FASL (56, 96, 100). Lors des 
Figure 7. Interactions entre les CSM et les cellules immunitaires. Les CSM orientent les cellules 
immunitaires vers une réponse plus régulatrice de l’inflammation. Elles inhibent notamment la 




) et activent celle des lymphocytes T régulateurs. 




essais de thérapie cellulaire et afin de traiter des défauts osseux de calvaria par des 
CSMMO, Shi a montré que l’administration d’aspirine modifie l’environnement en 
diminuant notamment la quantité d’IFN-γ et TNF-α et participe ainsi à une amélioration 
de la régénération osseuse. Ces données montrent l’importance de l’environnement 
inflammatoire pour la réussite du traitement par thérapie cellulaire. 
 Les CSM sont présentes dans la plupart des tissus adultes 
 Si les CSM de moelle osseuse ont été les premières et les plus étudiées jusqu’à 
maintenant, il a été mis en évidence que la plupart des tissus adultes contiennent des 
précurseurs multipotents. Dans l’ensemble de ces tissus, un microenvironnement va 
maintenir un pool de cellules souches lesquelles auront cependant des spécificités 
relatives à leur tissu d’origine. Ainsi, des CSM ont été retrouvées, hormis dans la moelle 
osseuse, au niveau du tissus adipeux, de la peau, des muscles, du système nerveux, des 
membranes synoviales, etc…(101). Ces CSM sont organisées dans des niches qui 
régulent leur activité (101). Ces cellules ont la capacité d’adhérer aux boîtes de culture 
plastique, de s’autorenouveler, de présenter des marqueurs membranaires spécifiques 
(CD73, CD90, CD105), de se différencier dans les cellules de leurs tissus d’origine mais 
également dans des lignages différents (au minimum: adipocyte, ostéoblastes et 
chondrocytes) (101, 102). Par ailleurs, l’existence d’une niche périvasculaire semble 
commune à de nombreux tissus. En effet, des péricytes entourant l’endothélium des 
parois vasculaires présentant les marqueurs CD146, NG2, et PDGFR-β, sont négatifs 
pour les marqueurs hématopoïétiques et endothéliaux. Ces cellules ont été retrouvées 
dans de nombreux organes humains fœtaux et adultes, notamment au niveau du placenta, 
des muscles, des tissus graisseux, dans la moelle osseuse ou encore au niveau du 
pancréas. Cultivées in vitro, ces cellules ont la capacité de s’autorenouveler et de garder 
leurs marqueurs spécifiques après de nombreux passages. Ils peuvent migrer sous l’effet 
de signaux chémio-attractant et peuvent être différenciés en myocytes, en ostéocytes, en 
adipocytes et en chondrocytes (103).  
 Toutes ces cellules sont issues du feuillet mésodermique. Néanmoins, des CSM 
dérivant d’un autre tissu embryonnaire, les crêtes neurales, ont été retrouvées à l’âge 
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adulte et notamment au niveau de certaines structures cranio-faciales. Nous allons 
désormais nous intéresser à ces cellules.  
  I.2.6. Cellules souches dérivées des crêtes neurales 
 Nous avons évoqué la transition «endothélio-hématopoïétique» dans l’ontogénie 
des cellules souches hématopoïétiques. Nous allons nous intéresser à un autre type de 
transition intervenant précocement dans l’embryon appelé transition «épithélio-
mésenchymateuse» (TEM). Elle concerne un type particulier de cellules : les crêtes 
neurales. D’un point de vue  phylogénétique, ces cellules apparaissent avec l’avènement 
des vertébrés. Alors que chez les invertébrés, de nombreuses cellules dérivent de 
précurseurs endomésodermiques, les crêtes neurales vont fournir de nombreux dérivatifs 
ectomésodermiques chez les vertébrés (104). Au stade embryonnaire, ces cellules se 
situent entre la plaque neurale et l’ectoderme non neural formant une sorte de « quatrième 
feuillet » primordial (105). Pendant la gastrulation, des signaux vont engager leur 
spécification. Elles expriment à ce stade des marqueurs spécifiques tels que Snail2 (Slug), 
SOX-9, SOX-10 ou encore FoxD3 et vont se maintenir à cette position pendant la 
formation et la fermeture du tube neural où elles gardent une position dorsale (106) 
(Figure 8). Par la suite, elles vont perdre leurs contacts avec les cellules ectodermiques 
les entourant. Ce processus est appelé délamination. Elles acquièrent alors un phénotype 




Selon leur localisation initiale, les CN vont coloniser différent territoires donnant des 
dérivatifs cellulaires spécifiques. On distingue ainsi plusieurs types de crêtes neurales en 
fonction de leur segmentation initiale affectant leur destination finale. Ce sont les crêtes 
neurales céphaliques (ou crêtes neurales crâniales CNC), les crêtes neurales tronculaires, 
les crêtes neurales cardiaques et les crêtes neurales vagales. Les premières vont donner la 
majorité des structures cranio-faciales notamment les os, le cartilage, les dents mais 
également les ganglions nerveux, les cellules musculaires, le tissu conjonctif et les 
mélanocytes.  Les secondes vont donner naissances aux neurones périphériques et les 
cellules gliales participant ainsi au système nerveux périphérique. Elles vont également 
donner les cellules endocrines adrénomédullaires  et les mélanocytes de la peau. Les 
troisièmes vont participer à la formation du cœur en produisant le septum aortico-
pulmonaire et les coussins conotronculaires. Enfin, les crêtes neurales vagales vont 
donner  les ganglions entériques des intestins (107) (Figure 9).  
Figure 8. Devenir des crêtes neurales. Les crêtes neurales sont issues de l’espace compris entre le 
tube neural et l’ectoderme. Elles vont migrer dans différents territoires embryonnaires et se 







Le contingent des crêtes neurales céphaliques présente une pluripotence remarquable 
comme en témoigne la variété des tissus qu’elles génèrent.  Elles vont donner des types 
cellulaires dérivés des feuillets ectodermique (neurones, cellules de Schwann, 
mélanocytes) et mésodermique (ostéoblastes, adipocytes,…). Cette pluripotence est 
retrouvée in vitro par l’étude de ces cellules à un niveau clonal (108). Ainsi, les clones 
montrent des potentiels de différenciation variables selon un modèle stochastique et 
hiérarchisé en fonction des variétés cellulaires capables d’être générées. A l’âge adulte, 
les crêtes neurales (post-migratoires) acquièrent un phénotype différencié : chondrocyte, 
ostéoblaste, fibroblastes,… Cependant, leur pluripotence alors éteinte semble pouvoir être 
réactivée. En effet, des études ont mis en évidence la présence de cellules souches 
(cellules souches dérivées des crêtes neurales, CSCN) à l’âge adulte pouvant être 
différenciées dans des dérivatifs appartenant aux feuillets ectodermique et mésodermique 
(109). Ces cellules peuvent recréer différents lignages cellulaires in vivo. Ainsi, il a été 
mis en évidence que les cellules souches du ligament parodontal avaient la capacité de 
Figure 9. Structures dérivées des crêtes neurales chez la souris. (A) Les souris transgéniques marquées 
à la GFP pour le gène Pax-3 montrent la localisation des cellules dérivées des crêtes neurales au stade 
E8,5. (B) les crêtes neurales céphaliques fournissent une grande partie des éléments osseux (coloration 
Alizarin RED S) et cartilagineux (coloration au Bleu Alcian) du crâne et de la face. (C) Les crêtes 
neurales cardiaques contribuent notamment à la formation du septum aortico-pulmonaire du cœur. 
(D) Les crêtes neurales vagales donnent les ganglions entériques de l’intestin. (E) Les crêtes troncales 




reformer in vivo les différents tissus nécessaires à la structure parodontale, à savoir le 
cément et le ligament parodontal (110). Par ailleurs, il a été montré que les cellules 
dérivées du follicule dentaire pouvaient intégrer la masse interne de l’embryon 
lorsqu’elles étaient injectées dans des blastocystes (111). Ainsi, des cellules souches ont 
été mises en évidence au niveau cranio-facial dans de nombreux sites : dans les follicules 
pileux de la peau du visage, dans plusieurs sites dentaires : la pulpe des dents temporaires 
et définitives ainsi qu’au niveau de leurs papilles apicales, et dans le ligament parodontal 
(Figure 10). Elles ont été retrouvées également au niveau des maxillaires et des follicules 
dentaires. Plusieurs propriétés les distinguent des CSM de moelle osseuse. Elles 
possèdent des marqueurs spécifiques, qui peuvent toutefois varier en fonction du type 
cellulaire, tel que la nestine, les facteurs de transcritpion Snail1, SOX10 ou encore Twist1 
(106). Elles ont la capacité de former des neurosphères lorsqu’elles sont cultivées en 
suspension dans un milieu sans sérum, contenant du bFGF et de l’EGF. Par ailleurs, il a 
été montré que les cellules souches des papilles des follicules pileux de la face, appelées 
skin progenitor cells (SKP) avait la capacité de se différencier en neurones et cellules 






Figure 10. Cellules souches adultes dérivées des crêtes neurales céphaliques décrites 




I.3. Objectifs de la thèse 
 Premier objectif : étude du  potentiel « souche » des FG 
 Eu égard aux propriétés de cicatrisation de la gencive que lui confère le 
fibroblaste gingival, à ses origines et à la découverte de nombreuses cellules souches dans 
la sphère orale, nous avons émis l’hypothèse selon laquelle ce tissu contenait des cellules 
souches multipotentes. En effet, hormis les capacités du FG à remodeler son tissu 
conjonctif et permettre une cicatrisation ad integrum, cette cellule a été exploitée dans 
des modèles précliniques de thérapie cellulaire pour des applications extra-orales. Par 
exemple, des greffes de FG ont permis de favoriser la néo formation d’un épithélium 
trachéal au cours d’essais sur l’animal (114). Dans des modèles d’anévrismes créés chez 
le lapin, l’injection de FG dans les parois artérielles par voie endoluminale diminue la 
taille de l’anévrisme en restaurant le réseau élastique (115). La présence de cellules 
souches dérivées des crêtes neurales permettrait d’expliquer, en partie, ces capacités de 
cicatrisation et de réparation dans des tissus autres que gingivaux. Nous avons pour cela 
utilisé des prélèvements humains qui nous ont permis de mener à bien ces recherches.  
Nous nous sommes plus particulièrement intéressés à la différenciation osseuse. 
D’un point de vue physiologique, deux types d’ossification interviennent au cours du 
développement. Le premier processus est appelé ossification de type intramembranaire. 
Dans ce cas, des cellules mésenchymateuses vont dans un premier temps se compacter 
puis se différencier en ostéoblastes et produire une matrice minéralisée. Les facteurs de 
transcritption RUNX2 et Ostérix sont les gènes maîtres de cette voie de différenciation 
(116-118). Par ailleurs, certains gènes comme le collagène de type I, l’ostéocalcine, 
l’ostéopontine ou encore la phosphatase alcaline vont être fortement exprimés au cours de 
cette différenciation suivant une cinétique finement régulée. Ce processus d’ossification 
intervient de manière prépondérante au niveau des os du crâne et de la face ainsi qu’au 
niveau des zones périphériques des os longs (119). 
L’autre mode d’ossification, de type endochondrale, intervient au niveau du reste 
des os du corps et fait intervenir différentes étapes. Dans un premier temps, les cellules 
mésenchymateuses se compactent avant de se différencier en chondrocytes. Lors de cette 
phase, certains gènes clés sont activés et notamment les gènes SOX9, SOX5 et SOX6 
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(120). Le gène SOX9 va être prépondérant au cours de cette phase, réprimant notamment 
l’expression du gène RUNX2 (121). D’autres gènes vont également être surexprimés tels 
que l’aggrécan (ACAN) ou le COL2A1 qui code pour le collagène de type II, spécifique 
de ce tissu. Ces chondrocytes vont continuer leur maturation en devenant pré-
hypertrophiques puis hypertrophiques sous l’effet des conditions d’hypoxies auxquels ils 
sont soumis. Cette hypertrophie se caractérise par une augmentation du volume cellulaire. 
Au cours de cette phase, SOX9 est réprimé tandis que le facteur de différenciation 
RUNX2 est surexprimé. D’autres facteurs de transcription vont également être 
surexprimés, notamment l’Indian HedgeHog (IHH). Celui-ci régule la prolifération des 
chondrocytes, leur maturation en chondrocytes hypertrophiques et leur différenciation en 
ostéoblastes. Il est exprimé par les chondrocytes sortis de la phase proliférative et les 
chondrocytes hypertrophiques précoces. Il induit notamment la synthèse du récepteur à la 
PTHrP/PTH, qui va elle-même stimuler en retour l’expression de l’IHH, formant ainsi 
une boucle d’activation entre eux (122). A ce stade hypertrophique, les cellules vont 
sécréter différentes molécules remodelant la MEC. Le collagène de type II est remplacé 
par du collagène de type X. Des MMPs sont synthétisées ayant pour but de dégrader la 
matrice cartilagineuse. On retrouve notamment les MMP-9 et -13 (123, 124), cette 
dernière étant spécifique de ce tissu. Ces MMPs vont permettre de dégrader la matrice 
cartilagineuse et ainsi promouvoir son invasion par des vaisseaux nécessaires à la 
vascularisation des os. Le vascular endothelial growth factor (VEGF) est le facteur 
principal induisant ce processus. Son expression est induite par l’hypoxie. A ce stade, les 
chondrocytes hypertrophiques meurent par apoptose laissant la place vacante aux 
ostéoblastes et aux précurseurs hématopoïétiques. Le tissu osseux est alors formé par la 























Dans l’hypothèse d’une multipotence avérée, nous avons voulu savoir si les 
fibroblastes gingivaux avaient la capacité de reproduire ces deux voies de différenciation. 
Emprunter la voie endochondrale permettrait par ailleurs de tester la différenciation 
cartilagineuse, celle-ci constituant une étape de cette voie d’ossification.    
 Second objectif : utilisation du FG comme outil de diagnostic 
moléculaire 
Un second objectif, de moindre ampleur, a consisté à évaluer la possibilité du FG 
à être utilisé comme outil de diagnostic pour des pathologies rares. Pour cela nous avons 
réalisé, dans le cadre d’une étude clinique sur les manifestations orales de la maladie 
d’Ehlers-Danlos de type vasculaire, plusieurs biopsies gingivales afin d’établir un 
Figure 11. Ossification par la voie endochondrale. (A) Coloration à la Safranine O d’un tibia 
en croissance. R représente les chondrocytes de réserve, P la zone de prolifération des 
chondrocytes, H la zone des chondrocytes hypertrophiques et C la zone de transformation de 
la matrice cartilagineuse en os. (B) Schéma des différentes étapes de la maturation 




diagnostic moléculaire. Cette maladie est causée par la mutation du collagène de type III 
et se caractérise, comme son nom l’indique, par des atteintes des vaisseaux sous forme de 
dissections aortiques, d’anévrisme ou encore de fistules carotido-caverneuses (125). 
D’autres atteintes majeures sont fréquentes et correspondent à des perforations 
intestinales, des atteintes utérines et des complications hémorragiques lors de 
l’accouchement.  
Le diagnostic de cette maladie repose sur des critères cliniques et moléculaires. 
Selon la classification de Villefranche (126), plusieurs critères majeurs (atteintes 
vasculaires, atteintes intestinales, finesse de la peau, faciès caractéristique,…) et  mineurs 
(acrogérie, hyperlaxité des petites articulations, rétractions gingivales,…) doivent orienter 
le diagnostic, lequel doit être confirmé par une analyse moléculaire. Cette dernière est 
réalisée en première intention sur de l’ADN génomique (ADNg) isolé à partir d’une prise 
de sang. Un électrophorégramme est pratiqué permettant un séquençage du gène. 
Cependant, certaines mutations ne peuvent être détectées ou expliquer les modifications 
protéiques par l’ADNg et nécessitent une analyse des ARN messagers (ARNm). Dans ce 
cas, les biopsies cutanées sont entreprises afin d’en isoler les fibroblastes et de les 
amplifier pour en extraire leurs ARNm. Certaines mutations conduisant par exemple à 
des sauts d’exons peuvent ainsi être détectées. 
Utiliser le fibroblaste gingival comme outil de diagnostic plutôt que les 
fibroblastes dermiques offrirait plusieurs avantages. Le prélèvement est simple, sans 
laisser de cicatrice et pourrait se réaliser au cours d’une consultation d’évaluation orale 
(critère de diagnostic mineur). Par ailleurs, les fibroblastes gingivaux prolifèrent plus vite 
et sur un plus grand nombre de passages permettant un diagnostic moléculaire de seconde 
intention plus simple et plus rapide.  
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II. MATÉRIELS ET MÉTHODES 
II.1. Culture cellulaire 
II.1.1. Culture primaire 
Les fibroblastes gingivaux sont amplifiés à partir de déchets opératoires de 
gencives provenant d’extractions dentaires ou de désinclusions auprès de patients ayant 
donné leurs accords et ne présentant aucune pathologie parodontale. Les explants 
proviennent soit de la gencive vestibulaire marginale et des papilles, soit du palais. Deux 
méthodes sont possibles pour recueillir les fibroblastes. Soit les explants sont cultivés 
dans des flasques de 25 cm² après avoir été découpés en morceaux de 1 à 2 mm³ et 
déposés côté conjonctif. Dans ce cas-là, les cellules vont migrer hors de l’explant et 
coloniser la boîte de Pétri. Soit les biopsies sont digérées par une solution de collagénase 
de type 2 à 2 mg/mL pendant 3-6 heures en fonction de l’épaisseur de la biopsie à 4˚C sur 
orbiteur. Les biopsies sont préalablement dilacérées au bistouri.  Dans les deux cas, le 
milieu utilisé est du DMEM « low glucose » avec glutamax, du Sérum de Veau Fœtal 
(SVF) à 20%, de la pénicilline 100 U/ml, de la streptomycine à 100 µg/ml, de 
l’amphotéricine B à 0,25 µg/ml (GIBCO®) et de l’acide ascorbique-2 phosphate à 50 
µg/mL. Le milieu est remplacé deux fois par semaine jusqu’à confluence (environ 3 
semaines).  
  II.1.2. Culture secondaire 
Une fois à confluence, les cellules sont trypsinisées (Trypsine EDTA, GIBCO®, 
1,5 ml à 0,05%) et ensemencées dans des flasques de 25 cm² contenant du milieu DMEM 
avec SVF 10%, de la pénicilline 100 U/ml, streptomycine à 100 µg/ml, de 
l’amphotéricine B à 0,25 µg/ml. Chaque passage correspond à environ une semaine de 
culture. Les cellules sont trypsinisées lorsqu’elles atteignent 80% à 90% de confluence 




  II.1.3. Génération des cellules souches gingivales (CSG) 
 Les CSG sont sélectionnées à partir de fibroblastes gingivaux au cours des 
passages précoces (passages 1 à 3). La sélection se fait par technique de dilution limite. 
Les cellules sont ensemencées dans des boîtes de Pétri de 6 cm de diamètre à une 
concentration limite (<50 cellules/cm²). Le milieu DMEM 10% de SVF est enrichi en 
vitamine C (0,05mg/ml). Les CSG peuvent également être directement sélectionnées 
après digestion du tissu en ensemençant directement les cellules à très basse densité (<50 
cellules/cm²).            
  II.1.4. Protocole d’adhésion 
 Utilisation de deux souches de CSG avec chaque souche répartie dans des plaques 
de 6 puits. Ensemencement de chaque puits avec 100 000 cellules dans du milieu de 
culture DMEM, SVF 10% et acide ascorbique (50µg/mL). Les résultats sont comparés 
avec les données concernant les FG. Après avoir éliminé le milieu contenant les cellules 
n’ayant pas adhérées, les cellules adhérentes dans les puits sont comptées. Le comptage 
intervient à 1 heure, 2 heures, 3 heures, 4 heures, 6 heures, 8 heures après 
ensemencement. 
  II.1.5. Protocole de prolifération 
 Pour les expériences de prolifération, du milieu DMEM, SVF 10% et acide 
ascorbique (50µg/mL) est employé. 3 souches de CSG sont utilisées avec chaque souche 
répartie dans des flasques. Dans  chaque  flasque, 100 000 cellules sont ensemencées. La 
prolifération est évaluée sur trois semaines par comptage sur lame de Malassez.   
 II.2.  Protocoles de différenciation cellulaires 
 Les protocoles de différenciation sont basés sur ceux employés pour les cellules 
souches de moelle osseuse (93). 
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  II.2.1. Différenciation adipocytaire  
 Après isolation des CSG, les cellules sont amenées à confluence. Une fois celle-ci 
atteinte, le milieu de culture est remplacé par du milieu de différenciation adipocytaire 
pendant une durée de 3 à 5 semaines. Ce milieu contient du DMEM 10% de SVF, de 
l’isobutylmethylxanthine (0,5 mM), de la déxaméthasone (100 nM) et de l’indométhacine 
(50 µM). Le milieu est renouvelé 2 à 3 fois par semaine. A la fin de leur différenciation, 
les cellules ont été utilisées pour l’analyse histologique, protéique (Western Blot) et 
nucléique (RT-PCR).  
  II.2.2. Différenciation ostéocytaire  
 Pour la différenciation ostéocytaire, les CSG sont amenées à confluence puis le 
milieu de culture est enrichi en β-glycérophosphate (10 mM), déxaméthasone (100 nM) 
et en vitamine D3. Les cellules sont cultivées ainsi pendant 3 à 5 semaines. A la fin de 
leur différenciation, les cellules ont été utilisées pour analyse histologique (coloration 
alizarin red S, activité de la phosphatase alcaline), protéique (Western Blot) et nucléique 
(RT-PCR).  
 Pour les expériences réalisées avec les souches palatines (n=3), plusieurs temps 
d’arrêts ont été réalisés aux jours 0, 4, 7, 14 et 21 pour analyse de leur expression 
génétique par PCR quantitative.  
  II.2.3. Différenciation chondro/endochondrale 
 Pour la différenciation chondro/endochondrale, nous nous sommes inspirés du 
protocole utilisé pour les CSMMO (127, 128). Les CSG sont amenées à confluence puis 
décollées. Pour former les micromasses, 500 000 cellules ont été centrifugées à 500G 
pendant 5 min dans des tubes de polypropylène (Falcon®). Deux milieux de 
différenciation ont été utilisés successivement pour reproduire cette voie de 
différenciation. Le premier stimulant la chondrodifférenciation pendant 3 semaines, le 
second pendant deux semaines stimulant la différenciation endochondrale. Le milieu de 
différenciation chondrogénique contient du DMEM sans sérum, du D-glucose (4g/L), du  
Pyruvate 1X, de la déxaméthasone (100nM),  un mélange d’insuline transferrine acide 
sélénieux (ITS) 1X, de l’acide linoléique, du TGF-β3 (10ng/mL), de l’acide ascorbique 
51 
 
(25µ/mL) et de la L-proline (40 µg/mL). Une partie des micromasses a été arrêtée au jour 
14 pour analyse par PCR et histologie, une autre partie a été arrêtée au jour 21. Le reste 
des sphères ont été cultivées pendant deux semaines supplémentaires avec du milieu de 
différenciation endochondrale. Ce milieu crée des conditions d’hypoxie et contient les 
mêmes éléments que le milieu précédent auquel on soustrait le TGF-β3, on divise la 
concentration en déxaméthasone par 100 (1nM) et auquel on ajoute de la L-thyroxine 
(50nM) et du β-glycérophosphate (20 mM). Deux temps d’arrêt ont été réalisés pour cette 
différenciation : un après une semaine dans le nouveau milieu (soit après 28 jours de 
différenciation au total) pour analyse génétique par PCR et un autre au jour 35 pour 
l’analyse histologique. 
  II.2.4. Cultures en neurosphères 
La culture en neurosphère nécessite des boites de cultures bactériologiques car ces 
dernières permettent aux cellules d’être cultivées en suspension. Les cellules sont 
déposées en goutte, chaque goutte contenant 25 000 cellules. Plusieurs milieux de 
différenciations ont été testés (cf. tableau infra) afin d’évaluer le plus efficace pour la 
formation des neurosphères. Un score arbitraire (compris entre 0 et 4) a été réalisé 
prenant en compte le nombre et la forme des neurosphères. 
Nom du milieu Composition 
NS1 Neurobasal + Glutamine + N2+ bFGF 
NS2 DMEM/F12 +  bFGF+EGF 
NS3 DMEM/F12 + Glutamine + bFGF + EGF + Insulin + Transferrine 
NS4 DMEM/F12+B27+bFGF+EGF 
NP1 NPMM (Lonza) 
NP2 NPDM (Lonza) 
 
 II.3. Analyses protéiques  
II.3.1.  Zymogrammes  
 Parallèlement aux études de proliférations, nous avons mis en cultures des CSG et 
FG dans les mêmes conditions que précédemment afin d’évaluer les sécrétions de MMPs 
dans les surnageant. Vingt-quatre heures avant chaque temps d’arrêt, le milieu de 
prolifération a été remplacé par du DMEM 0%. Les échantillons (20µl pour les 
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zymogrammes de gélatine, de collagène et de caséine) ont été dilués de moitié dans du 
Tris 1 M pH 6,8 contenant 50 % de glycérol, 2,5% SDS et 0,4 % de Bleu de 
Bromophénol, puis soumis à électrophorèse dans des gels de polyacrylamide-SDS 
contenant 10 mg/ml de gélatine ou de collagène ou 10 mg/ml de -caséine dérivée de 
peau porcine (Sigma Chemical) 1 h. Cette technique très sensible permet de détecter 
l'activité enzymatique des enzymes actives mais aussi des pro-enzymes (formes latentes). 
Le SDS active en effet les pro-enzymes in situ dans le gel, en démasquant leur site actif 
sans clivage de leur partie N-terminale, il linéarise également les protéines permettant 
une migration qui ne dépend que du poids moléculaire. 
Gel de concentration: 
H2O distillée     5,7 ml 
TRIS-HCl 0,5 M pH 6,8   2,5 ml 
SDS 10 % (p/v)    100µl 
Acrylamide/bis 30%    1,7 ml 
Dégazer 15 mn à température ambiante 
Persulfate de sodium à 10 % (p/v)  50 µl 
TEMED     10 µl 
Volume final     10 ml 
 
Gel de séparation à 10 % 
H2O distillée contenant 10 mg de  
gélatine de type I solubilisée à 50°C  4.05 ml 
TRIS-HCl 1,5 M pH 7,4   2,5 ml 
SDS 10 % (p/v)    100 µl 
Acrylamide/bis 30%    3,3 ml 
Dégazer 15 mn à température ambiante  
Persulfate de sodium à 10% (p/v)  50 µl 
TEMED     10 µl 
Volume final     10 ml 
 
Tampon d’échantillon : 
Le tampon d'échantillon non réducteur est ajouté selon le rapport 150l de 
surnageant pour 100l de Tampon Non Réducteur (TNR) dans chaque échantillon. Le 
mélange tampon d'échantillon/surnageant est ensuite déposé dans les puits des différents 
gels. La quantité de mélange déposé dans chaque puits est de 70µl. La composition du 
tampon est la suivante : 2 ml de TRIS-HCl 1 M pH 6,8 - 2 ml de SDS à 10% - 2 ml de 
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glycérol à 0,5% - 2 ml de bleu de bromophénol à 0,5%. Chaque échantillon est équilibré 
après quantification des protéines. 
Tampon de migration : 
La migration s'effectue dans un tampon Laemmli (14,4 g de Glycine - 3 g de TRIS - 1 g 
de SDS - QSP 1 litre d'eau distillée) à +4°C à 80 volts dans le gel de concentration puis 
180 volts dans le gel de séparation. 
Tampon de lavage : 
Après migration, le gel est incubé dans du TRITON 100X à 2,5%, 2 fois 
30 minutes à température ambiante afin d'éliminer le SDS contenu dans le gel et de 
permettre aux enzymes de récupérer leurs conformations originales et ainsi de pouvoir 
être actives. 
Tampon d’incubation : 
Les gels après lavage sont incubés à 37°C 48 heures pour les gels de gélatine dans du 
tampon compatible avec l’activité des MMP (TRIS-HCl 0,1 M - CaCl2 10 mM - 100 ml 
par gel à pH 7,4). 
Coloration : 
Les gels sont colorés par une solution contenant du bleu de Coomassie R 250 (gel 
de caséine ou de gélatine) ou G 250 (gel de collagène) pendant 30 minutes. (Bleu de 
Coomassie 0,5% - acide acétique 10% - propan-2-ol 30%  - eau distillée 69,5 %) 
Décoloration : 
 Les gels sont décolorés dans un mélange : méthanol 40% - acide acétique 10% - 
eau distillée 50%. Pour des raisons de sécurité, le méthanol a été remplacé par l’éthanol 
avec des résultats comparables. La décoloration s'arrête quand le gel de condensation est 
totalement décoloré. Le substrat (gélatine, collagène ou caséine) contenu dans le gel de 
séparation est ainsi coloré en bleu, sauf au niveau des activités protéolytiques dirigées 
contre le substrat (bandes blanches de lyse). 
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Standard coloré : 
Sur chaque gel, un marqueur de poids moléculaire (RAINBOW, AMERSHAM, 
réf: RPN 756) est déposé afin de préciser les poids moléculaires des enzymes sécrétées. 
  II.3.2. Western blot 
Pour confirmer la différenciation cellulaire, nous avons voulu mettre en  évidence 
des marqueurs protéiques classiquement utilisés. Après extraction protéique des cellules 
(Cell Lytic LT Sigma Aldrich), des Western Blot ont été réalisés pour détecter la 
sécrétion de LipoPotréine Lipase (LPL) et de Peroxisome proliferator actived receceptor 
(PPAR) par les CSG différenciées en adipocyte ; la sécrétion de l’ostéocalcine (OSC)  
par les CSG différenciées en ostéocytes ; et la sécrétion de collagène II par les CSG 
différenciées en chondrocytes. 
Les électrophorèses ont été réalisées en utilisant un Mini Protean II System 
(Biorad). Les gels de polyacrylamide à 10% (10 cm de hauteur, 1 mm d’épaisseur, 
Duracryl de Millipore) contenaient une solution tamponnée consistant en un gel de 2,5 
mL 1,5 M tris-HCl pH 8,8 ; 100 µl SDS 10 %, 4 ml de polyacrylamide (34%) et 4 ml 
d’eau distillée pH 8.8, le stacking gel contenait 4 % de polyacrylamide dans 0,125 M 
Tris, pH 6.8. Les gels ont été polymérisés en ajoutant 50 µl d’ammonium persulfate à 10 
% et 10 µl de TEMED à 0,1 %. Les échantillons ont été dilués de moitié dans du Tris 1 
M pH 6,8 contenant 50 % de glycérol et 0,4 % de Bleu de Bromophénol, puis soumis à 
électrophorèse dans les conditions de Laemmli (40 mA, 1 heure). Les gels ont ensuite été 
transférés (25V à 4°C) sur des membranes difluorides de polyvinyle (Immobilon 
Millipore) avec un tampon de transfert contenant 10% de méthanol, du TRIS 25 mM, de 
la glycine 192 mM. Les membranes ont été séchées à l’air sec à 22°C pendant 1 h et 
traitées avec 1 % de solution bloquante (BS, Boerhinger) pendant 1 h à 22°C sous 
mélange constant. Les filtres ont été alors traités avec des anticorps monoclonaux, anti-
LPL (Abcam, ab21356) et anti-PPARγ (Abcam, ab19481) pour les adipocytes, anti-OSC 
(Abcam, ab13418) pour ostéocytes, et anti-collagen II (Sigma Aldrich, WH1280M1) 
pour les chondrocytes. L’incubation est réalisée avec une dilution au 1/500 dans une 
solution bloquante durant toute la nuit à 22°C. Les membranes ont été lavées à 4 reprises 
pendant 15 min avec 50 mM TrisHCl, 150 mM NaCl, 0.1 % Tween 20 (v/v) pH 7.5 
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(TBS/Tween) et incubées avec un second anticorps marqué à la peroxydase dilués 1/200 
(v/v) pH 7,5 dans de la solution bloquante. Elles ont alors été lavées avec du TBS-Tween, 
traitées avec H2O2 diacylhydrazide (Boerhinger) pendant 1 min et révélées en utilisant 
un film Kodak Biomax MR. De multiples expositions ont été examinées pour s’assurer 
que les résultats analysés réfléchissaient ceux produits dans le champ linéaire du film. 
  II.3.3. Analyses par cytométrie en flux 
 La cytométrie en flux est une technique qui permet l’étude des cellules unitaires 
entraînées dans un flux liquide. Les cellules sont alignées les unes derrière les autres et 
défilent devant un laser (argon, krypton) ou une lampe (mercure) permettant une 
caractérisation phénotypique des cellules. De nombreuses données peuvent ainsi être 
fournies par la cytométrie en flux. Sur le plan phénotypique, par les effets de la diffusion 
lumineuse, la taille (FCS), la granulométrie (SSC) et la fluorescence des cellules peuvent 
être mesurées. Par l’intermédiaire d’anticorps couplés directement ou secondairement à 
un fluorochrome, des analyses de marqueurs membranaires ou intracellulaires peuvent 
être étudiés (dans ce dernier cas après fixation, les cellules sont perméabilisées pour que 
l’anticorps pénètre la cellule). On peut ainsi, grâce à la fonction de tri du cytomètre, 
collecter des cellules cibles présentant des marqueurs spécifiques et les cultiver par la 
suite.  
 Pour nos expériences de caractérisation des marqueurs membranaires, nous avons 
utilisé plusieurs anticorps (avec le fluorochrome associé) dont voici la liste : CD29 FITC, 
CD34 FITC, CD44 PE, CD45 FITC, HLA-DR FITC, CD73 PE, CD90 PC5, CD105 PE, 
CD117 PE, CD146 PE, CD200 PE, CD271 PE et STRO-1 APC (Beckman Coulter et 
Abcam).  
 II.4. Analyse  des ARNm  
La PCR (Polymerase chain reaction) fut inventée par K. Mullis en 1983 (129). 
Son principe repose sur l’utilisation de l’ADN polymérase, il s’agit d’une réplication in 
vitro de séquences spécifiques d’ADN. Cette méthode permet de générer un très grand 
nombre d’exemplaires de brins d’ADN à partir d’un fragment d’ADN particulier 
(séquence d’intérêt).  
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  II.4.1. Extraction des ARNm 
 L’ARN total a été récupéré en utilisant les kits MACS molecular® et Aurun total 
mRNA extraction (Biorad®) suivant le protocole du constructeur. Dans les deux cas, les 
protocoles diffèrent peu et reposent sur les mêmes principes. Cette étape vise à séparer le  
total des ARNm de la cellule des autres molécules. Dans un premier temps, les cellules 
ont été dissoutes avec un tampon de lyse et un gratte-cellule (FALCON®) à même la 
boite de culture ou alors trypsinisées et centrifugées avant d’être dissoutes par le 
tampon.  Le tampon de lyse contient notamment des détergents qui vont perméabiliser les 
membranes cellulaires (triton, NP-40) et des agents chélateurs (EDTA, EGTA) qui vont 
inhiber l’activité des nucléases. L'ajout de bêta-mercaptoethanol permet de dissocier les 
ARNm des protéines par rupture des ponts cystéine. Le thiocyanate de guanidine,  va agir 
en tant que puissant agent dénaturant des protéines empêchant ainsi l’activité des 
ARNases. La solution est alors mélangée (1:1) avec de l’éthanol 70° afin de faire 
précipiter les ARNm. Le lysat est filtré par une centrifugation supérieure à 11 000G et 
l’ARN est retenu dans des colonnes magnétiques par les oligo dT (MACS®) se liant aux 
queues polyA des ARNm ou sur des membranes de silices pour les colonnes Biorad® (on 
retient alors tous les ARN cellulaires). Différents lavages sont utilisés pour éliminer un 
maximum d’impuretés tel que les débris cellulaires, les protéines... Afin de dégrader de 
manière plus spécifique l'ADN résiduel et ainsi empêcher qu’il ne soit amplifié de 
manière involontaire lors de la PCR, une solution de DNAse I est appliquée.  Enfin, 
l’ARNm est récupéré grâce à un tampon d’élution et conservé à -80°C.  
  II.4.2. Quantification des ARNm 
 Les ARNm sont quantifiés à l’aide d’un spectrophotomètre (Nanodrop®), 
permettant l’équilibration des échantillons entre eux. La pureté de l’échantillon est évalué 
grâce au ratio des longueurs d’onde 280/260 nm. Un échantillon dépourvu de protéine 
correspond à un ratio de 2, ici nous n’avons utilisé que les échantillons dont le rapport est 
supérieur à 1,85. Les ARNm extraits par oligodT ne peuvent être mesurés ce qui nous a 
fait renoncer à cette technique. 
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  II.4.3. Retro-transcription 
 Une fois équilibrée, la quantité d’ARNm entre les échantillons, l’étape suivante 
consiste à rétro-transcrire l’ARNm en ADNc. Cette étape est réalisée avec le kit i-script 
de Biorad®. Le volume final est de 20 µl et comprend 4 µl de mix (correspondant aux 
bases et aux coenzymes nécessaires à la rétro-transcription), 1 µl rétro-transcriptase et des 
quantités variables d’eau ARNase free et d’ARNm qui dépendent de la concentration de 
ce dernier. Idéalement, on recherche une quantité finale d’ADNc de 1µg pour diluer à 
une concentration de 5 ng/µL. Les étapes de la retro transcription correspondent à : 
1- 5 minutes à 25°C au cours desquelles la rétro-transcriptase est activée 
2- 30-45 minutes à 42°C au cours desquelles la rétro-transcriptase synthétise 
l’ADNc 
3- 5 minutes à 85°C au cours desquelles les brins d’ARNm et d’ADNc sont séparés 
et la rétro-transcriptase inactivée. 
4- 5 minutes à 4°C correspondant à la fin de la rétro-transcription 
  II.4.4. PCR quantitative 
La PCR quantitative permet de déterminer le taux d’ADN ou d’ARN dans un 
échantillon biologique. La méthode repose sur la détection d’un signal fluorescent qui est 
produit de façon proportionnelle à l’amplification de la PCR. Elle nécessite un 
thermocycleur couplé à un système de lecture optique qui mesure l’émission de 
fluorescence. Le thermocycleur est conçu de telle sorte que chaque échantillon soit lu par 
une fibre optique. L’agent de fluorescence est le Sybr green. Ce dernier possède la 
propriété de fluorescer lorsqu’il est intercalé entre deux brins d’ADN. Ainsi sa quantité 
de fluorescence sera proportionnelle au nombre de copie d’ADN synthétisées lors de la 
PCR et donc à l’ADNc initialement présent. La détection de fluorescence du Sybr green 
est donc non spécifique de l’ADN amplifié contrairement à d’autres systèmes de 
fluorescences utilisant des sondes Taqman par exemple. 
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  II.4.5. Préparation des amorces  
Les amorces (primers) sont préparées par paires avec une séquence sens et une 
séquence antisens. Les deux séquences vont ainsi flanquer le gène d’intérêt. Ces 
séquences doivent donc être spécifiques du gène à amplifier. Des outils informatiques 
(nBLAST) permettent de s’assurer de la spécificité des amorces produites. Chaque 
séquence est constituée d’une vingtaine de bases dont 40 à 60% de nucléotides GC. En 
effet, les groupements C-G présentent trois liaisons non covalentes contre deux pour les 
groupements A-T,  ce qui rend l’hybridation plus difficile donc plus spécifique. La 
composition des amorces selon leurs bases va déterminer leur température de fusion (Tm) 
avec l’ADN complémentaire. Cette température doit être proche entre les deux séquences 
sens et anti sens (différence de Tm  <3 degrés Celsius). Plusieurs formules permettent de 
prévoir les températures de fusion : 
-Méthode de Wallace : 
 Tm = 4 x (nG + mC) + 2 x (pA + qT) 
-Règle tenant compte de la longueur des amorces (L) et les sels monovalents (M) : 
 Tm = 81,5 + 16,6 x Log([M+]) + 0,41 . (%GC) – 675 / L 
Les amorces ne doivent pas s’auto hybrider (self-dimer) ni s’hybrider entre elles 
(dimer), ni former des structures en épingles à cheveux (hairpin). Ces structures peuvent 
être anticipées par évaluation de l’enthalpie libre des amorces qui dépendront des 
séquences nucléotidiques principalement, mais également des conditions de la réalisation 
de la PCR (concentration en ions calcium et magnésium, température des cycles,…). Il 
faut donc une enthalpie positive lorsque le design des amorces le permet. Ces structures 
indésirables peuvent être déterminées par des logiciels informatiques (mFold®) puis  
éliminées.   
 Liste des primers utilisés pour les expériences de différenciation 
Genes 
symbols 
















 Liste des primers utilisés pour les diagnostics moléculaires 









1 GGCAGGGAACAACTTGATGGT GGCATGATTCACAGATTCCAGG 518 62°C 
2 GGAGAATGTTGTGCAGTTTGCC TCCATCGAAGCCTCTGTGTCC 566 62°C 
3 ACCTCCAGGTATCAAAGGTCC GCCTTTACCACCAGGACTACC 451 62°C 
4 GGACAAAGAGGAGAACCTGGA CTGGTCGACCACTTTCTCCTT 595 62°C 
5 GGTCCTGCTGGAGAGCGTGG CCAGGGCCACCTCGTTCTCC 289 62°C 
6 GACCAGGAAGTGATGGGAAAC CTCCTCTTTCTCCAGGCATTC 569 62°C 
7 TGTGGACCTCCTGGATTGGCA ATCCTTGCCTGGAGAACCGCT 598 62°C 
























































9 GCTGGTGAACCTGGAAGAGAT GAGCCCTCAGATCCTCTTTCA 511 62°C 
10 CAAAGATGGAACCAGTGGACA AAGTTCAGGATTGCCGTAGCT 589 62°C 
11 AACATGCATAAGTGCCAATCC GTCACTTGCACTGGTTGACAA 589 62°C 
 
 
   - Séquençage direct de l’ADNg du COL3A1  




g T (°C) 
exon 1 5’-AAGTGAGGGAAGCCAAACTT-3’ 5’-CAGTTCAACGTTTCACAATC-3’ 391 53 
exons 2-3 5’-GTTAATAGTCCTAACAGAGTAAC-3’ 5’-TCTGTTGTTTGGTGCCATTA-3’ 705 53 
exon 4 5’-ATGATTGTGAATCACCAGGA-3’ 5’-GAGAACAGATACAAAGAACTC-3’ 280 53 
exon 5 5’-CTATTTGTCTCCTTGCCACA-3’ 5’-CTTTTCCAACCTTAGTAGGG-3’ 240 53 
exons 6-7 5’-GTCATTGCTTTGAAGCATGG-3’ 5’-AGAAAACAAAGGTAGGTTCC-3’ 704 53 
exon 8 5’-GTAAGTTGATATAATAGAGG-3’ 5’-TGAGTCTTCTCCGCAGTCA-3’ 472 50 
exons 9-10 5’-TACATGAGCACCTACGTATT-3’ 5’-GTTAGGCAAGTAAACATAGC-3’ 364 50 
exon 11 5’-CAGTATGAAATATCTTCAAC-3’ 5’-ATATCTGAATTGGTTACCAT-3’ 369 50 
exons 12-13 5’-CCTCTTTTGTAAAATAGTAAC-3’ 5’-ATTTCCTTTTAACTATAGCC-3’ 438 50 
exon 14 5’-CAACTCACTTGAGTCAGAATT-3’ 5’-TGGTCAACAGAGATGCTAAT-3’ 286 53 
exon 15 5’-ATGTGCTCACTTATTTACTAG-3’ 5’-GAATAGGGCTTTAAAGACAT-3’ 270 53 
exon 16 5’-GCTAAGTGAGTAGAAGTGGT-3’ 5’-AGCCATATTGAAGCACATGC-3’ 254 53 
exons 17-18 5’-CGAACTATTTGCATTACTAT-3’ 5’-TGATGGAATTAAACTATACC-3’ 399 50 
exons 19-21 5’-CGAATCCTCCCTGTGTTTCA-3’ 5’-CCCATTTGTGGTGCTAGCATT-3’ 651 53 
exons 19-21i 5’-TTCAGGGTGAGGCTGGTATT-3’ 5’-TAACCAGATCTGTTGCAGTA-3’   
exon 22 5’-GTTCAAATGACGTCCTCTCT-3’ 5’-TGTCTTGCCTTTCTTCTGTC-3’ 253 50 
exons 23-24 5’-ACCTAACAACTGACTTCTTT-3’ 5’-TTTGACCATTTCTTTACTCC-3’ 481 50 
exons 23-24i 5’-CATACTATATATATAGCATGC-3’ 5’-TCAAGGATAGGCCAACAT-3’   
exons 25-27 5’-GTTATTGCCCTTTGAGGATT-3’ 5’-TGACAGTCAGATATGCCGTG-3’ 679 50 
exons 28-29 5’-CTATAAGCCATGTTTGAGGT-3’ 5’-ATTGCTCTATAACCTGCTGA-3’ 553 53 
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exons 30-31 5’-AACCAGACTAAGTATCCAAG-3’ 5’-TGTTGCTTTAGGAATCCATCT-3’ 565 53 
exon 32 5’-GGCTGATTTTCACTGAAGAT-3’ 5’-GACTGTCCCATATGACATAT-3’ 166 53 
exons 33-34 5’-GAGTTATCCCCAAAGAGGCT-3’ 5’-GCTACTGTCTGTATGGGGTT-3’ 450 50 
exon 35 5’-CTCTGCACATTTCCTGCTTA-3’ 5’-CCTATAGGGAATGAGCAGCT-3’ 290 50 
exon 36 5’-TCAACTCCTTCCATCTGAAG-3’ 5’-CCATTAGAACACTTAGGACT-3’ 335 53 
exons 37-38 5’-TCTCAGCACCAGCAATCTAA-3’ 5’-GCTCTTTCTGAAGTGTATGA-3’ 552 53 
exons 39-40 5’-GAGAAACTTACACATTGCTAC-3’ 5’-GTGATCTCTGAAGGCTACCA-3’ 565 53 
exon 41 5’-TTCCCATAGCAGGCATAGTT-3’ 5’-AAGAACTTTGCTATGTGGCC-3’ 370 53 
exons 42-43 5’-AATTATATTGCCCTGCTGAG-3’ 5’-GAAGGAAATAGACAAACAAG-3’ 380 53 
exon 44 5’-CTTCCAATAATTGCATGCATAC-3’ 5’-TCCTACACTGTAGAATGAGT-3’ 247 53 
exons 45-47 5’-TGGGGGATTTTTTAGCTGAT-3’ 5’-AGTGGATGCATTGCGTCTCT-3’ 869 50 
exon 48 5’-CTTGGACTAGCAATGTATTCTT-3’ 5’-CCCATTCTAATCTAAGCAGC-3’ 441 53 
exon 49 5’-GCAGACACATTAGCAGTCAA-3’ 5’-GCATGCCATCACTTTCAGTA-3’ 434 53 
exon 50 5’-ACACATACTACATGAATCCC-3’ 5'-ACATTCCCTGCAATGAATCA-3’ 480 53 
exon 51 5’-CTTGTTAAGTCAGAGTTGTC-3’ 5’-TACAATCTGTGTTTCTGACC-3’ 653 53 
 
  II.4.6. PCR 
 La PCR correspond à une succession de cycles de température permettant 
l’amplification spécifique du gène cible. La première étape correspond à l’initiation de la 
PCR par dénaturation/activation des enzymes à une température de 95˚C pendant 3 
minutes. Suite à cette activation, la première étape d’un cycle correspond à la séparation 
des brins d’ADN à une température de 95˚C pendant 10 à 30 secondes. La seconde étape 
correspond à l’hybridation des amorces avec le gène cible (annealing), elle se réalise à 
une température inférieure au Tm des amorces pendant 15 à 30 secondes. Cette 
température est comprise généralement entre 50 et 65˚C. La troisième étape est celle de la 
polymérisation du brin complémentaire par l’intermédiaire de la Taq polymérase 
(extension). Elle se fait à 72˚C pendant 15 à 60 secondes en fonction de la taille de 
l’amplicon à répliquer (1 minute par kilobase). La Taq polymérase est une enzyme isolée 
au sein de la bactérie Thermus aquaticus ayant des propriétés de résistance thermique 
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exceptionnelles lui permettant de survivre aux cycles de températures de la PCR sans 
perdre son potentiel enzymatique. Ces trois étapes forment un cycle de PCR qui sera 
répété 30 à 40 fois. A la fin de chaque cycle, la fluorescence du Sybr green est détectée 
de manière proportionnelle au nombre de copies amplifiées et donc d’ARNm initialement 
présent dans l’échantillon testé. La PCR se termine par une extension finale à 72˚C 
pendant 10 minutes. Des modifications peuvent être apportées à ce protocole classique. Il 
s’agit par exemple d’ajouter une étape « touch down » qui consiste en une diminution 
progressive par soustraction de 2 degrés des températures d’annealing des premiers 
cycles. Dans un touchdown, les températures des premiers cycles sont très élevées 
(classiquement 70°C) de façon à augmenter la spécificité de la PCR et à n’amplifier que 
les fragments d’intérêt. En effet, les fragments les plus spécifiques sont amplifiés en 
premier ce qui augmente leur quantité et rend improbable l’amplification de brins non 
voulus. Pour la qPCR, on utilise fréquemment des protocoles à deux étapes où l’étape 
d’annealing se confond avec celle d’élongation. Cela est rendu possible par les propriétés 
sans cesse améliorées des Taq polymérase et par la petitesse des amplicons (usuellement 
80 à 250 pb). 
  II.4.7. Efficacité des primers 
L’efficacité des primers correspond à la capacité de ces derniers de permettre une 
amplification adéquate du gène cible. En effet, à chaque cycle, la quantité d’ADN doit 
théoriquement être multipliée par deux. On évalue l’efficacité  des amorces en réalisant 
des PCR avec des volumes d’ADN de dilution différentes. Ces dilutions sont de 1, 1/10, 
1/20, 1/40, 1/80. La différence de quantification entre la première et la seconde dilution 
doit donc être de 3,33 cycles (ou slope, correspond à l’opposé de la pente de la courbe 
quantité), puis de un cycle entre les dilutions suivantes. L’efficacité est donc calculée par 
la formule suivante :     
  
 
     
 
. L’efficacité doit être comprise entre 1,85 et 2,1. 
  II.4.8. Spécificité des primers   
La spécificité des primers est évaluée sur gel d’agarose. En effet, la migration des 
amplicons sera proportionnelle à leur taille mesurée en paire de bases (pb). En outre, les 
gels d’agaroses permettent d’évaluer la présence d’amplicons non spécifiques, qui 
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présenteront une taille inadéquate comparée à l’amplicon d’intérêt. Le gel d’agarose est 
préparé comme suit : 
 Préparation du tampon TAE (40 mM Tris-acétate, 1mMEDTA) pH : 8,2. Pour la 
préparation d’un litre de solution stock 50X de tampon TAE, il faut : 
 242 g de TriBase 
 57,1 mL d’acide acétique glacial pur 
 100 mL d’EDTA 0,5 M 
 Qsp d’eau distillée pour 1 L 
 Adjuster le pH a 8,2 
Le gel d’agarose est réalisé à 1,2 % (m:v) dans le tampon TAE puis chauffé au micro-
onde jusqu’à frémissement puis refroidi. Le Sybr green est ensuite ajouté à la solution 
puis le gel coulé. Les échantillons d’ADN sont versés dans les puits avec du tampon de 
migration (1 :6). Ce dernier est constituée de 50% de glycérol, 10 mM EDTA et 1% de 
bleu de bromophénol. L’électrophorèse se réalise à raison de 20 mV par cm de gel. Après 
migration, le gel est révélé par lampe U.V.  
Lors des PCR quantitative, des contrôles négatifs sont systématiquement ajoutés :  
-Nested reverse-transcriptase NRT : l’échantillon d’ARN a subi les mêmes conditions 
mais sans reverse transcriptase pour vérifier la non amplification d’ADN parasite 
(pseudogènes, mauvaise purification d’ARN,…) 
-H2O : échantillon où l’ADNc a été remplacé par de l’eau, il permet de vérifier l’absence 
de dimers et de self-dimers.     
  II.4.9. Analyse des résultats 
Les résultats s’évaluent de manière semi-quantitative. L’expression de chaque 
gène cible est rapporté a un gène de référence qui ne doit pas varier selon les conditions 
de l’expérience (GAPDH, beta-actine,…). Les valeurs quantitatives sont fournies par le 
nombre de cycles nécessaires pour obtenir une phase plateau pour chaque gène. Le ratio 
simple entre gènes de références et gènes cibles est utilisé pour une comparaison à un 
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instant t. Pour suivre une évolution de l’expression d’un gène par rapport à un contrôle, 
on utilisera la formule de Pfaffl :
                                 
                               
 (130), simplifiée en 2
ΔΔ
Ct. 
 II.5. Transfection des micromasses par ARN interférant 
 La transfection des cellules par ARN interférant (ARNi) permet de diminuer de 
manière transitoire la synthèse de protéines en bloquant la traduction d’ARNm cibles 
grâce à une séquence nucléique complémentaire. Lors de nos expériences, nous avons 
utilisé la  lipoféctamine  comme agent de la transfection des ARNi (RNAi max kit, 
Invitrogen, Life Technology). Les cellules ont été transfectées lorsqu’elles étaient entre 
60 et 80% de confluence. La durée de l’incubation a été de 12 heures, puis les cellules ont 
été décollées et comptées. Une partie d’entre elles a été utilisée pour des différenciations 
chondrocytaires en micromasses. L’autre partie des cellules a été utilisée pour contrôler 
la transfection par qPCR. Le gène cible était SOX9. Les sondes d’ARNi  utilisées sont les 
suivantes : 
 Sens: 5’-AGGCAACUCGUACCCAAAUUU-3’; 
 Anti-sens: 5’-AUUUGGGUACGAGUUGCCUUU-3’. 
 Les expériences ont été réalisées en duplicate sur deux souches provenant de deux 
donneurs différents. Les pellettes  ont été maintenues en culture chondrocytaire pendant 
deux semaines et deux temps d’arrêt ont été réalisés aux jours 7 et 14 pour analyses 
histologiques. 
 II.6. Expériences in vivo 
L’étude in vivo a pour but d’évaluer la capacité des CSG à former des structures 
osseuses. L’expérience est réalisée sur des souris nude (c'est-à-dire avec un système 
immunitaire déficient) et fait intervenir 4 types cellulaires : des fibroblastes dermiques et 
gingivaux servant de contrôles négatifs, des CSM de la moelle osseuse servant de 
contrôle positif et des CSG étant les cellules cibles de l’étude.  
 Après décollement, les cellules sont centrifugées puis comptées. Pour chaque 
transplant, 2.10
6
 cellules sont utilisées. Les cellules sont remises en suspension dans 1 ml 
de milieu de culture (sans sérum) puis mixées avec le support ostéoinducteur qui 
65 
 
correspond à de l’hydroxyapatite/phosphate tricalcique avec une centrifugation de 50 
tours/minute pendant 30 minutes.  
 Pour chaque souris, 4 transplantations sont réalisées au niveau dorsal et laisser in 
situ pendant une période de deux mois.  Au terme de cette période, les souris sont été 
sacrifiées et les transplants récoltés, puis fixés dans le formaldéhyde et mis en paraffine 
pour analyses histologiques.  
 II.7. Analyses histologiques 
  II.7.1. Méthodes de fixation 
Trois types de fixation/conservation des tissus/cellules ont été utilisés en fonctions 
des marquages souhaités.   
 Fixation simple 
Pour les colorations à même la boite de Pétrie, les cellules sont fixées au 
formaldéhyde 4% pendant 15-20 minutes après rinçage au PBS.  
 Fixation à froid 
Les cellules/tissus sont rincés au PBS puis incorporés dans un milieu de fixation 
par congélation (OCT ou cryogel) pendant 30 minutes à température ambiante. Le bloc 
est ensuite transféré à -20ºC pendant 20 minutes puis à -80 ºC ou dans l’azote liquide. Les 
coupes sont réalisées dans un cryostat à -23 ºC puis fixées dans l’acétone pur 
préalablement refroidi à -20ºC. Cette technique permet une meilleure préservation des 
sites antigéniques et est donc plus favorable pour l’immunohistochimie.  
 Mise en paraffine 
La mise en paraffine permet de fixer et de conserver la morphologie des tissus ainsi 
traités. Cette technique n’est cependant pas recommandée pour la réalisation 
d’immunohistologie avec fluorescence en raison de la dégradation partielle des sites 
antigénique par le formaldéhyde. Les étapes sont les suivantes : 




2. 2 bains à alcool/PBS (1:1) à 4°C ambiante pendant 10-30 minutes en fonction de 
l`épaisseur du tissu 
3. bains à alcool 70°C à température ambiante pendant 10-30 minutes en fonction 
de l`épaisseur du tissu  
4. 2 bains à alcool 85ºC à température ambiante pendant 10-30 minutes en fonction 
de l`épaisseur du tissu  
5. 2 bains à alcool 95º à température ambiante pendant 10-30 minutes en fonction 
de l`épaisseur du tissu  
6. 2 bains à alcool 100ºC à température ambiante pendant 10-30 minutes en 
fonction de l`épaisseur du tissu  
7. 2 bains au xylène à température ambiante pendant 10-30 minutes en fonction de 
l`épaisseur du tissu  
8. Mise en paraffine liquide durant toute la nuit à 55 ºC afin de laisser évaporer le 
xylène. Ne pas couvrir l’échantillon. 
9. Changement de paraffine et conservation à température ambiante 
  II.7.2. Colorations classiques 
 Coloration hématoxyline-éosine 
L’hématoxyline (Mayer) va colorer les noyaux en violet bleu et l’éosine le 
cytoplasme et la matrice extra cellulaire en rose.  
Protocole : 
1. Déparaffiner et réhydrater les coupes dans l’eau distillée. 
2. Hématoxyline pendant 3-4 minutes 
3. Rinçage à l’eau courante 
4. Traitement à l’éthanol acide 0,3% HCl quelques secondes 
5. Rinçage à l’eau courante 
6. Bain d’eau lithinée pendant 1 minute 
7. Rinçage à l’eau courante 
8. Éosine Y 30 minutes (pour de la culture cellulaire) 
9. Rinçage à l’eau courante, puis déshydratation et montage en résine 
 Coloration picrosirius red 
Cette coloration permet de visualiser les fibres de collagènes en rouge. Le protocole est le 
suivant : 
1. Déparaffiner et réhydrater les coupes dans l’eau distillée. 
2. Traitement à l‘acide polymolbique(5%) pendant 10 minutes 
3. Rinçage à l’eau courante 
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4. Coloration au picrosirius red pendant 1h00-1h30 
5. Rinçage à l’eau courante, puis déshydratation et montage en résine 
Les lames peuvent ensuite être visualisées en visible, mais également en lumière 
polarisée. Dans ce cas la lumière polarisée va être déviée de manière différentielle en 
fonction du diamètre des fibres de collagène. On obtient un dégradé de couleurs vert, 
jaune et rouge. La coloration peut également être appréciée par l’utilisation de la 
fluorescence. En effet, une excitation par une longueur d’onde de 510 nm (spectre 
d’excitation de la rhodamine) permet d’activer l’autofluorescence du rouge pricrosirius et 
permet une imagerie plus fine des fibres de collagène avec diminution du fond de 
coloration.  
 Coloration Oil Red O 
La coloration Oil Red O permet de visualiser les inclusions lipidiques en rouge. 
On l’utilise pour contrôler les différenciations adipocytaires. 
Solution mère : 0,5 % (m/v) d’oil red o dans de l’isopropanol pur 
Solution de travail : 60% de solution mère avec 40% d’eau distillée. Laisser reposer 1h 
avant utilisation et filtrer au moment de l’emploi 
Protocole :  
1. Fixation à l’alcool isopropylique à 60 % 1 min 
2. Colorer dans la solution de travail d’Oil Red O 10 min 
3. Rincer à l’alcool isopropylique à 60 % 30 s 
4. Rincer délicatement à l’eau distillée 
5. Montage 
 Coloration à l’Alizarin Red S et sa quantification  
La coloration à l’Alizarin Red S permet de détecter la minéralisation des tissus ou de 
cultures cellulaire par liaisons du colorant aux dépôts de calcium. La coloration se sature 
en rouge proportionnellement à la minéralisation. Les étapes sont les suivantes : 
1. Rinçage au PBS sans calcium ou à l’eau distillée 
2. Fixation au para formaldéhyde 4% pendant 20 minutes 
3. Rinçage au PBS sans Calcium ou à l’eau distillée 
4. Coloration pendant 20 minutes à l’ARS 40mM (pH4, 1) à température ambiante 
et cous agitation. 
5. 4 rinçages à l’eau distillée de 5 minutes chacun 
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Les colorations sont ensuite séchées et conservées à -20 °C pour quantification 
ultérieure. L’extraction d’Alizarin Red S permet de quantifier la minéralisation  des 
cultures ostéoinduites. Cette technique a été décrite par Gregory, CA en 2004 (131). Le 
protocole est le suivant :• 
1. Incubation de la coloration dans une solution à 10% acide acétique (800 µL pour 
un puis d’une boîte 6 puits) pendant 30 minutes à température ambiante 
2. Détachement de la couche cellulaire à l’aide d’un gratte-cellule puis transfert 
dans un eppendorf de 1,7 mL et vortex pendant 30 secondes. 
3. La suspension est recouverte de 500 µL d’huile minérale et chauffée pendant 10 
minutes à 85°C puis plongée dans la glace pendant 5 minutes 
4. Centrifugation a 12 000g pendant 15 minutes 
5. 500 µL du surnageant est transférer dans un nouveau eppendorf et 200 µL 
d’hydroxyde d’ammonium 10% est ajouté afin de neutraliser l’acidité. 
6. Pour chaque échantillon, 3 aliquots de 150 µL sont déposés dans une boite 96 
puits pour être mesuré par spectrométrie. La lecture se fait par absorbance  à 405 
nm  de longueur d’onde. 
 
 Coloration au Bleu d’Alcian 
Le Bleu Alcian colore les protéoglycanes de la matrice en bleu ciel. On l’utilise 
pour la coloration des pellettes en différenciation chondrogénique. C’est un colorant 
basique qui s’emploie selon deux pH différents. A pH≈2,3, il colore tous les 
protéoglycanes. A pH=1, il colore les protéoglycanes sulfatés.  
Protocole : 
 Solution : 2% (m/v) de Bleu Alcian dans 1% acide acétique/dH20 
1. Déparaffinage des coupes et réhydratation dans de l’eau distillée 
2. Coloration à l’alcian blue pendant 30-40 minutes 
3. Rinçage à l’acide acétique 3% puis à l’eau 
4. Déshydratation et montage en résine  
 
 Coloration Toluidine Blue 
C’est un colorant basique important, générant des colorations métachromatiques, 
c'est-à-dire colorant différents éléments histologiques du bleu-violet en fonction de leur 




Solution mère: Toluidine blue O (Sigma) 1 g dans 100 mL d’éthanol 70% 
Solution de chloride sodium (1%) (m/v): Sodium chloride  0,5 g dans 50 mL d’eau 
distillée. Préparer la solution à chaque emploi. Ajuster le pH a 2-2,5 à l’acide 
acétique glacial ou à l’acide hydrochlorique.   
Solution de travail: Toluidine blue solution mère: 5 ml dans 45 mL de solution de 
chloride de sodium (1%) (m/v), pH 2.3 
Protocole:   
1.    Déparaffiner et réhydrater les coupes dans l’eau distillée  
2.    Colorer à la toluidine blue pendant 2-5 minutes.  
3.    Laver trois fois dans l’eau distillée 
4.    Déshydrater rapidement les coupes dans l’alcool (la coloration est amoindrie par 
l’alcool) et monter les lames après nettoyage au xylène (2x3minutes).     
  II.7.3 Immunohistochimie  
 Immunohistochimie en lumière visible  
 Pour les différentes protéines cibles, nous avons utilisé le même protocole. Seules 
les concentrations en anticorps primaire peuvent varier. Elles sont comprises entre 1/50 et 
1/100. Il est intéressant de réaliser une gamme de ces anticorps primaires pour évaluer la 
meilleure concentration à utiliser. Les contrôles négatifs ont été réalisés en omettant 
l’anticorps primaire.   
1. Déparaffinage des lames et réhydratation. 
2. Démasquage des sites spécifiques à la pepsine 1mg/mL à pH2 pendant 15 minutes 
à température ambiante. (laisser refroidir 10 minutes) 
3. 3 rinçages au PBS. 
4. Inhibition des peroxydases endogènes par de l’eau oxygénée 0,3% pendant 30 
minutes. 
5. 3 rinçages au PBS. 
6. Blocage des sites non spécifiques au PBS/BSA 1mg/mL pendant 30 minutes. 
7. Incubation de l’anticorps Iaire dilué dans du PBS/BSA 1mg/mL au 1/75ème    
pendant toute la nuit à 4˚C. 
8. 3 rinçages au PBS/BSA 1mg/mL. 
9. Incubation de l’anticorps IIaire biotynilé Vectastain® ABC Mouse IgG 1 heure à 
température ambiante. 
10. 3 rinçages au PBS/BSA 1mg/mL. 
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11. Incubation de l’immunoperoxidase Vectastain® ABC kit pendant 30 minutes à 
température ambiante. La solution doit être préparée au moins 30 minutes avant 
son utilisation. 
12. 3 rinçages au PBS/BSA 1mg/mL. 
13. Incubation avec le substrat de la peroxydase Vector® VIP ou DAB pendant 1-15 
minutes. Arrêter la réaction en fonction de la coloration souhaitée. 
14. 3 rinçages au PBS. 
15. Contre-coloration à l’hématoxyline pendant 3 minutes. 
16. Rinçage à l’eau courante pendant 5 minutes. 
17. Déshydratation et montage en résine. 
 Les anticorps utilisés ont été les suivants : Cadhérine-11 (R&D systems, 
MAB1790), Collagène de type II,  IV et X (Hybridoma Bank-Université de Iowa). Pour 
la mesure de la prolifération, un marquage au Ki67 (Dako M0722) a été réalisé.  
 Immunohistochimie à fluorescence 
 Bien que pour cette technique, il est plus favorable de réaliser les marquages sur 
des coupes  fixées à froid, la fluorescence peut tout de même être effectuée sur des 
coupes mise en paraffine. Le protocole est sensiblement identique que pour 
l’immunohistochimie à  coloration visible. Le protocole est le suivant : 
1. Déparaffinage des lames et réhydratation. 
2. Démasquage des sites spécifiques à la pepsine 1mg/mL à pH2 pendant 15 minutes 
à température ambiante. (laisser refroidir 10 minutes) 
3. 3 rinçages au PBS. 
4. Blocage des sites non spécifiques au PBS/BSA 1mg/mL pendant 30 minutes. 
5. Incubation de l’anticorps Iaire dilué dans du PBS/BSA 1mg/mL pendant toute la 
nuit à 4˚C. 
6. 3 rinçages au PBS/BSA 1mg/mL. 
7. Incubation de l’anticorps secondaire couplé à un fluorochrome 
8. 3 rinçages au PBS/BSA 1mg/mL. 
9. 3 rinçages au PBS. 
10. Contre-coloration au DAPI pendant 3 minutes. 
11. Rinçage à l’eau courante pendant 5 minutes. 
12. Montage en milieu aqueux 
 Les anticorps utilisés dans ce protocole sont les suivant : la β-tubuline, l’α-SMA 




 Mesure de l’activité de la phosphatase alcaline 
 L’activité de la phosphatase alcaline a été mesurée à partir du kit VECTOR 
Alkaline Phosphatase Substrate Kit (Vector Laboratories) suivant le protocole du 
fabriquant. 
 Mesure de l’apoptose 
 L’apoptose a été mesurée à partir du kit apoptag® (milipore) suivant le protocole 
du fabriquant. Ce qui marque les cellules apoptotiques sans distinguer le type d’apoptose 
(induction endogène ou exogène). 
II.7.4. Histologie par microscopie électronique à balayage.  
Les coupes de pellettes chondrocytaires mise en paraffine ont été réhydratées, puis 
rincées par du PBS et incubée dans une solution de glutaraldéhyde à 2,5% pendant une 
heure. Après rinçages, les sphères ont été incubées avec du tétroxyde d’osmium à 0,5 % 
pendant 20 minutes. Les morceaux de coupes ont été fixes sur des porte-échantillons et 
peints à l’argent (Canemco-Marivac, St. Laurent, QC, Canada). Les images ont été 
obtenues par le microscope électronique à balayage Helios NanoLab 650 Dual Beam 







 III.1. Génération de colonies fibroblastiques (CFU-F) 
Nous avons pu montrer que les fibroblastes gingivaux avaient la capacité de 
former des colonies fibroblastiques (CFU-F) lorsqu’elles étaient ensemencées à basse 
concentration (< 50 cellules/cm²). Après dilution, les fibroblastes meurent par absence de 
contact (anoikis) et seules survivent les cellules clonogéniques. Les CFU-F forment des 
« spots » concentriques (Figure 12A) dont la densité cellulaire est décroissante du centre 
vers la périphérie.  Les colonies ont été comptées  à J14, chaque colonie étant composée 
d’au moins 50 cellules (Figure 12B et 12C). A partir d’une mise en culture de 1 200 
fibroblastes gingivaux sur 5 souches, nous avons obtenu en moyenne 35 CFU-F par boîte 
de pétrie 60 mm. On estime donc à 2,9%, en moyenne, le nombre de cellules capables de 
former des CFU-F à partir de l’ensemble des fibroblastes gingivaux (Figure 12D). Pour la 
suite des expériences, l’ensemble des colonies a été groupé et les cellules nommées 
cellules souches gingivales (CSG). Lorsqu’à partir de ces CSG, nous générons à nouveau 
des CFU-F, ils sont en moyenne plus nombreux (60 contre 35) avec un nombre plus 
important de cellules par spot (327 contre 65) (figure 12E) 
 III.2. Prolifération, adhésion des CSG 
Les CSG présentent un potentiel de prolifération très important. En effet, leur 
temps de doublement tourne en moyenne autour de 37 heures (Figure 13A). Cette vitesse 
de prolifération permet d’obtenir un nombre très important de cellules dès les premiers 
passages. Cette vitesse de prolifération est comparable entre les FG et les CSG. En 

















Figure 12. Génération de CFU-F à partir de fibroblastes gingivaux. (A) Formation d’un «spot» à partir d’une 
cellule isolée. (B) Coloration à l’éosine d’un CFU-F à J21 et d’une boite de Pétrie au Bleu de Toluidine 
montrant une culture de CFU-F à J14 (C). (D) Lorsque les CFU-F (GSCE pour cellule souche gingivales 
enrichies) sont regroupés et à nouveau ensemencés à densité clonogénique, ils sont capables de générer une 
quantité plus importante de CFU-F que les fibroblastes gingivaux. (E) Les GSCE (rouge) génèrent des CFU-F 



















III.3. Caractérisation membranaire par cytométrie en flux des CSG 
Les marqueurs de surface classiquement utilisés pour caractériser les CSMMO ont 
été évalués. Nous avons comparé les FG avec des CSG et des CSMMO utilisées comme 
contrôle positif. Les résultats se montrent similaires entre les trois souches. Les 
marqueurs hématopoïétiques (CD29, CD45, CD117, CD200, HLA-DR)  sont négatifs 
pour les trois souches et les marqueurs mésodermiques positifs (CD29, CD44, CD73, 
CD90, CD105). Cependant, la proportion de 3 marqueurs est différente. Il s’agit du 
Figure 13. Prolifération et adhésion des FG et CSG. (A) Prolifération sur 3 
semaines des CSG et leur temps de doublement en heures. (B) Comparaison de 
la vitesse d’adhésion entre les FG (HGF) et les CSG (CSGH) au cours des 6 























Figure 14. Caractérisation des marqueurs membranaires des CSG par 





Le CD146, utilisé comme marqueur des péricytes est positif dans 1 à 15% des FG 
et dans 3 à 17% des CSG contre 80% pour les CSMMO. Enfin STRO-1 qui est un 
marqueur retrouvé au niveau des précurseurs ostéoblastiques est plus exprimé dans les 
CSG que dans les FG (35% contre 7%) mais reste bien moins exprimé que dans les 
CSMMO (80%) (Figure 14). 
III.4. Caractérisation crête neurale des GSC 
 Afin de confirmer l’origine crête neurale de nos cellules, nous avons réalisé des 
PCR en ciblant des marqueurs spécifiques de cette origine embryonnaire. Les gels 
d’agarose montrent que les CSG sont positives pour SNAIL1, TWIST1 et SOX9 (Figure 
15A). Par ailleurs, cultivée dans les conditions adéquates (cf. Matériels et méthodes), les 
cellules sont capables de former des neurosphères (Figure 15B). Ces dernières peuvent 
être remises en culture par adhésion. Dans ce cas, les cellules des neurosphères 
prolifèrent et colonisent la boite de Pétrie. Plusieurs milieux ont été testés afin d’évaluer 
la méthode la plus efficiente pour obtenir des neurosphères (Figure 15C). Le milieu 
contenant du bFGF et de l’EGF s’est avéré être le meilleur selon un score établi prenant 
en compte à la fois le nombre et le diamètre des neurosphères (cf. Matériels et méthodes) 
(Figure 15D). Lorsque les cellules sont cultivées en neurosphère, elles expriment le 
filament intermédiaire nestine alors que ni les CSG ni les FG ne l’expriment lorsqu’ils 
sont cultivés en monocouche dans un milieu contenant du sérum (Figure 15E). 
L’ensemble de ces résultats confirment l’origine crête neurale des cellules issues de nos 
prélèvements. 
III.5. Sécrétion de MMPs 
L’analyse des sécrétions de MMPs par zymographie montre que les CSG et les 
FG sécrètent les mêmes MMPs. Que ce soit en prolifération en monocouche ou en gel de 
collagène, les deux populations cellulaires sécrètent de la MMP-2 sous forme zymogène 
et active. Cependant, la forme active est davantage sécrétée dans les cultures 
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Figure 15. Caractérisation  de l’origine crête 
neurale des CSG. (A) Les CSG expriment  
les ARNm SNAI1, TWIST1 et SOX9, spécifiques 
des cellules issues des crêtes neurales.  
(B) Dans des conditions de suspension  
et avec un milieu sans sérum, les CSG forment 
des neuro-sphères. (C) Lorsqu’elles sont remises en culture avec du sérum, les neurosphères adhèrent et 
voient leurs cellules coloniser la boite de culture. (D) Plusieurs milieux de cultures ont été testés et 
évalués selon un score arbitraire. Le milieu NS4 est le plus efficace dans nos conditions (cf. Matériels et 
méthodes). (E) Les neurosphères expriment la nestine alors que les CSG cultivées en monocouche ne 








en gel de collagène (Figure 16A). Les CSG et les FG sécrètent également la 
srtomélysine-1 (MMP-3) mais uniquement en gel de collagène (Figure 16B). Nous 








La multipotence est une caractéristique majeure des cellules souches. Nous avons 
donc évalué la possibilité de se différencier dans trois lignages les CSG, à savoir en 
adipocytes, en ostéocytes et en chondrocytes. 
     III.6.1. Différenciation adipocytaire 
La différenciation adipocytaire se fait sur culture en monocouche pendant 3 à 5 
semaines. Soumises à ces conditions, les cellules changent de phénotype avec un 
cytoplasme contenant des vacuoles lipidiques se répartissant dans le cytoplasme. Ces 
vacuoles sont visibles au microscope optique et prennent une coloration rouge à l’Oil Red 
O (Figure 17A-C). Au cours de cette différenciation, les cellules expriment de la 
Figure 16. Zymogrammes de milieux de culture comparant les sécrétions de FG et CSG en culture simple 
ou en gel de collagène. (A) Zymogramme de gélatine détectant les formes zymogènes et actives de la 




lipoprotéine lipase (LPL) tant au niveau des ARNm (Figure 17D) qu’au niveau des 
protéines (Figure 17E). 
  
Figure 17. Différenciation  adipocytaire des CSG. (A-C) Les  CSG différenciées  présentent un phénotype  
modifié avec l’apparition de vacuoles lipidiques visibles au microscope à contraste de phase et positives à la 
coloration Oil Red O, ces vacuoles se répartissent autour du noyau cellulaire. (D) qPCR de la LPL. (E) 




III.6.2. Différenciation ostéogénique 
 Expériences in vitro 
Afin d’évaluer la capacité de différenciation en ostéoblastes, les CSG ont été 
cultivées en monocouche avec un milieu ostéoinducteur pendant 3 à 5 semaines (cf. 
Matériels et méthodes). Cette méthode mime in vitro une différenciation osseuse de type 
membraneuse puisqu’elle procède par minéralisation directe sans intermédiaire 
cartilagineux, comme c’est le cas pour la différenciation de type endochondrale. Deux 
séries d’expériences ont été réalisées suivant ce protocole. La première faisait intervenir 
des FG et CSG provenant de la gencive marginale. La seconde faisait intervenir 3 
souches issues de la gencive palatine. Dans tous les cas, les CSG ont la capacité de se 
différencier en ostéocyte. Les cellules produisent une matrice contenant des nodules 
minéralisés positifs à la coloration ARS (Figure 18A). Ces derniers se constituent, soit 
sous forme concentrique dans des zones de forte densité cellulaire (Figure 18B), soit sous 
forme de travées de type «hill and valley» (Figure 18C, D). Par ailleurs les cellules 
expriment l’alcaline phosphatase (ALPL), enzyme nécessaire à la libération d’ions 
phosphates qui sont eux même nécessaires à la production des nodules minéralisés 
(Figure 18E). Nous avons également montré que la synthèse d’ARNm du gène 
ostéocalcine (OSC) était largement augmentée (Figure 18F). Lors de la première série 
d’expériences, les fibroblastes ne se différenciaient pas contrairement au GSC, comme le 
montre la quantification de la concentration de calcium par spectrométrie de masse de la 
coloration ARS (Figure 18G). 
Lors de la seconde série d’expériences où les FG et GSC ont été isolés à partir de 
biospsie de gencive palatine, les résultats sont sensiblement différents. Dans cette série 
d’expériences, les biopsies ont été divisées en deux afin de tester deux protocoles 
d’isolation cellulaire : le premier par explant comme dans la série d’expériences 
précédentes et le second par digestion enzymatique (cf. Matériel et méthode). Le but de 
tester les deux protocoles étaient d’évaluer si la méthode d’isolation cellulaire avait une 
influence sur les propriétés de multipotence. Après avoir suivi les protocoles de 
différenciation ostéogénique avec vitamine D, les colorations à l’ARS ne montrent pas de 

































Figure 18. Différenciation ostéocytaire des CSG en culture deux dimensions. (A) Les cellules 
différenciées produisent des nodules calcifiés qui prennent la coloration ARS (grossissement 
x50). (B) Gros plan de nodule (grossissement x200).  (C, D) Les cellules différenciées peuvent 
produire des structures en forme de “hill  and valley” qui prennent la coloration ARS 
(grossissement x50 (C) et 200 (D)). (E) Marquage de l’activité de la phosphatase alcaline des 
CSG après différenciéation. (F) qPCR de l’ostéocalcine. (G) Quantification par spectrométrie 





protocole par explant. En revanche, nous avons pu constater dans cette série 
d’expériences que les FG et les GSC se différenciaient de manière comparable et que par  
ailleurs, la différenciation était très largement diminuée lorsque les souches vieillissaient 
(P >6), avec tout de même une meilleure différenciation  des GSC (Figure 19).   
Au cours de la différenciation, nous avons évalué la cinétique génétique de 
plusieurs gènes clés de l’ostéodifférenciation. L’expression génique a été évaluée par 
PCR quantitative aux jours 0, 4, 7, 14 et 21. Deux souches de FG et deux souches de 
GSC issues du même patient ont été comparées. Les quatre souches montrent des profils 
de régulation génétique similaires avec cependant de grandes variations entre les souches. 
Certains gènes sont surexprimés précocement comme l’ALPL (J4), RUNX2 et MSX2 (J4 
et J7) et d’autres plus tardivement OSX (J21). Par ailleurs, SOX9, qui est un gène maitre 
de la différenciation cartilagineuse et un inhibiteur de RUNX2 (121) n’est pas régulé de 
manière significative (Figure 20). Les souches vieillies montrent une dérégulation de la 
cinétique génique avec notamment une absence de surexpression d’OSX aux jours tardifs 
qui peut expliquer l’absence de minéralisation. De manière intéressante, les cellules 
souches adipeuses montrent une minéralisation plus précoce que les GSC. Cette 






Figure 19. Coloration à l’ARS des différenciations ostéocytaires. Comparaison des 
différenciations  entre fibroblastes isolés par digestion et par enzymes, entre FG et CSG, 























 Expériences in vivo 
  
  Afin d’évaluer la capacité des CSG à produire in vivo un tissu osseux, 
nous avons injecté en sous cutané  de souris immunodéficientes des CSG, des FG et des 
CSM. Après deux mois in situ, les greffons ont été récoltés et analysés par histologie. Les 
coupes colorées à l’ARS montrent une minéralisation de la matrice autour des fragments 
du vecteur. Les colorations à l’hémalun-éosine montrent une matrice plus basophile à 
certains endroits au sein des CSG et des CSM. Par ailleurs, l’activité de la phosphatase 
alcaline est très prononcée dans les greffons contenant des CSM et des CSG mais pas 
dans ceux contenant des FG. Ces résultats démontrent la capacité des CSG à générer une 
matrice calcifiée in vitro. Pourtant, nous n’avons pas pu mettre en évidence la formation 
d’un tissu osseux clairement défini (Figure 21).  
Figure 21. Étude in vivo du comportement des FG, des CSG et des CSM, différenciées en 
ostéoblastes et injectées en sous cutané dans des souris immunodéficientes. Après deux mois in vivo, 
l’analyse histologique des prélèvements montre une minéralisation de la matrice extracellulaire 
pour les CSG et les CSM (A-F) ainsi qu’une activité de la phosphatase alcaline (G-I). Cependant la 




  III.6.3. Différentiation chondro/endochondrale 
 La voie de différentiation endochondrale est la voie alternative à l’ossification de 
type intramembraneuse. Par étapes successives, elle fait intervenir une différenciation 
chondrocytaire des cellules, produisant une matrice cartilagineuse qui va servir de 
support à une minéralisation et à la formation d’un tissu osseux. Pour reproduire in vitro 
ces processus complexes de différenciation, les trois souches issues de prélèvements 
palatins ont été cultivées sous forme de micromasses (ou pellettes ou sphères) afin de 
maximiser les contacts entre les cellules. Elles ont été successivement soumises à deux 
types de milieux, le premier induisant une chondrodifférenciation, le second induisant la 
différenciation terminale des chondrocytes par des conditions d’hypoxie (cf. Matériel et 
méthodes). Par ailleurs, le choix du contenant a été important car il ne devait pas 
permettre l’adhésion des cellules et maintenir les pellettes en suspension. Ainsi, des tubes 
de polypropylène (Falcon®) ont été utilisés, leur surface étant inerte.  
 Soumises à une centrifugation de 5 minutes à 500g, les cellules forment un culot à 
l’extrémité du tube qui, sous l’effet du milieu chondroinducteur va se contracter et former 




Figure 22. Photographies des tubes de polypropylène contenant les CSG induites pour une 
différenciation en chondrocytes. Après centrifugation, les cellules forment un culot à l’extrémité du 
tube (J0) qui sous l’influence du milieu va se contracter pour former un disque (J2) puis une 




Deux temps d’arrêt ont été réalisés aux jours 14 et 21, correspondant à la fin de la 
première phase de différenciation. Les prélèvements ont été utilisés d’une part, pour une analyse 
des ARNm (jour 14) et d’autre part, pour une analyse histologique (principalement jour 21, et 
jour 14). Plusieurs gènes clés de la différenciation chondrocytaire ont été étudiés. On observe une 
augmentation de la synthèse d’ARNm du gène SOX9 qui est le facteur de transcription central de 
cette différenciation. Celui-ci est exprimé initialement et sa synthèse est multipliée par quatre 
environ (Figure 23A). L’ARNm du collagène de type II (COL2A1) est également détecté à ce 
jour alors qu’il ne  l’est pas au jour 0. Ce collagène, majoritaire dans le cartilage, est spécifique de 
ce tissu. La synthèse d’ARNm de l’aggrécan (AGG) est également augmentée quatorze jours 
après l’induction (Figure 23A). Ce gène code pour ce protéoglycane spécifique du cartilage. 
D’autres gènes ont été étudiés à ce temps d’arrêt, ils correspondent aux gènes impliqués dans la 
voie de différenciation endochondrale, ils seront détaillés par la suite. A ce stade, seul un faible 
dépôt de protéoglycanes sulfatés a été observé situé à la périphérie du prélèvement tandis que le 
centre est composé d’un tissu de type « nécrotique » (ce terme sera employé par facilité d’emploi, 
bien que la nécrose soit un processus biologique à part entière)  (Figure 23B). 
Au jour 21, les micromasses présentent un aspect inhomogène. Les zones périphériques et 
centrales présentent une forte affinité à la coloration Bleue Alcian (à pH 1) témoignant d’un 
important dépôt de protéoglycanes sulfatés (Figure 23B). Les colorations au Rouge Sirius 
montrent un fort dépôt dans les zones similaires à celles contenant les protéoglycanes (Figure 
24A-C). Dans les régions centrales, ces zones matricielles côtoient des zones de type 
« nécrotique » persistantes. Sous lumière polarisée, les colorations Rouge Sirius mettent en 
évidence l’alignement des fibres de collagènes dans les zones périphériques tandis que les fibres 
présentes au niveau central montrent un réseau extrêmement dense, sans alignement (Figure 24D-
F). Le marquage immunohistologique du collagène de type II corrobore cette topographie avec 
une intensité importante dans les zones centrales et périphériques (Figure 24G, H). A fort 
grossissement, on aperçoit des cellules au phénotype chondrocytaire  avec des noyaux 
volumineux encapsulés dans une matrice riche en collagène de type II. Sur certaines 
sections histologiques, ces zones typiquement cartilagineuses sont en contact avec les 




  Après trois semaines de culture avec un milieu de différenciation chondrocytaire, 
les conditions ont été modifiées en utilisant un milieu induisant la différenciation 
terminale des chondrocytes. Ce milieu contient notamment de la L-thyroxine pour induire 
de manière chimique une hypoxie et du β-glycérophosphate pour la minéralisation de la 
MEC ; le TGF-β3 est supprimé et la concentration en déxaméthasone est divisée par cent 
(cf. Matériels et méthodes). Les cellules sont cultivées pendant deux semaines dans ce 
milieu. Deux temps d’arrêts ont été réalisés : au jour 28, soit une semaine après la 
permutation de milieu, pour l’analyse des ARNm, et au jour 35 pour l’analyse 
histologique des micromasses.  
Figure 23. Différenciation chondrocytaire des CSG. (A) L’analyse  par qPCR montre que les gènes 
clés de la différenciation chondrocytaire  (SOX9, ACAN et COL2A1) sont surexprimés au jour 14. 
Lors de la seconde phase de différenciation, ces gènes sont inhibés plus ou moins fortement. (B) 
Coloration au Bleu Alcian des micromasses. Les dépôts de protéoglycanes sont restreints à la 
périphérie au jour 14 tandis qu’ils se  répandent dans le centre des sphères sous forme de plages 

















Figure 24. Analyse du réseau de collagène au jour 21 après induction de la différenciation chondrocytaire. 
(A-F) Coloration au Rouge Picrosirius. Les micromasses montrent un réseau de collagène dense au niveau 
périphérique et central. Notez l’hyper densité de la zone centrale. (B) La coloration Rouge Sirius est visible 
en fluorescence (cf. Matériels et méthodes) mais aussi en lumière polarisée (E, F). (F) Les fibres de collagènes 
en périphérie montrent un réseau parallèle à la surface des sphères. La présence de couleurs différentes 
témoigne de la variabilité des diamètres des fibres et donc des types de collagènes. (G-J) Immunohistologie 
du collagène de type II. (G) Contrôle négatif. (H) La distribution du collagène de type II est comparable à 
celle révélée par la coloration au Rouge Picrosiruis. (I) Fort grossissement de la zone centrale montrant des 
chondrocyte encapsulés dans la matrice cartilagineuse riche en collagène de type II. (J) Ces zones 
typiquement cartilagineuse côtoient des zones de type « nécrotique ». (z.n: zone nécrotique; z.c: zone 




Plusieurs gènes associés à cette phase de différenciation ont été analysés. Les 
facteurs de transcription Indian HedgeHog (IHH), de RUNX2, essentiels pour cette phase 
de maturation sont surexprimés à ce temps d’arrêt alors que SOX9, induit dans la 
première phase de différenciation, l’est moins dans cette phase. La synthèse d’ARNm 
d’éléments spécifiques de la MEC des chondrocytes (pré-)hypertrophiques est également 
surexprimée. Ainsi, le collagène de type X (COL10A1), le collagène de type I (COL1A1) 
et la MMP-13 voient leur synthèse augmenter tandis que le COL2A1 et l’ACAN sont 
inhibés. Enfin, la synthèse du Vascular Endothlelial Growth Factor A (VEGFA) est elle 
aussi augmentée (Figure 25). Le gène OSX a un comportement plus difficile à interpréter. 
En effet, il est surexprimé au jour 14, lors de la première phase d’induction 
chondrogénique et réprimé lors de la seconde phase d’induction ce qui est l’inverse de ce 






Figure 25. Étude de la synthèse des ARNm spécifiques de la voie de différenciation endochondrale 





Au niveau histologique, les coupes ont été réalisées au jour 35, soit deux semaines 
après le changement de milieu. A ce jour, les cellules présentent un phénotype 
profondément modifié. Une grande partie de celles-ci a un aspect arrondi, parfois 
hypertrophique avec un volume nucléaire très augmenté (Figure 26A). L’aspect des 
sphères reste inhomogène avec la persistance de zones de type « nécrotique » et de zones 
cartilagineuses riches en protéoglycanes comme le montre la coloration au Bleu de 
Toluidine (Figure 26E) et de l’acide hyaluronique (Figure 26B). Les coupes au 
microscope électronique à balayage (MEB) mettent en évidence l’hypertrophie des 
cellules en forme de logettes entourées d’éléments matriciels (Figure 26F et G). Ces 
éléments correspondent à des protéoglycanes (coloration Bleu Alcian) (Figure 26C et D), 
et à des fibres de collagènes. L’immunohistologie des collagènes montre que ce réseau 
est composé de collagène de type II et de collagène de type X spécifique des 
chondrocytes (pré)hypertrophiques. Le marquage du type II fait apparaître des fibres 
fines correspondant à la structure de ce collagène : fibrillaire. Le type X, lui présente un 
marquage plus diffus, compatible avec sa structure mixte : globulaire principalement et 
fibrillaire (Figure 27).  
 Ces résultats montrent que nous avons réussi à conduire nos cellules jusqu’à un 
stade (pré)hypertrophique ; cependant malgré l’adjonction de β-glycérophosphate, aucun 
dépôt minéralisé dans la matrice extra cellulaire n’a pu être mis en évidence. En effet, les 
colorations ARS et Von Kossa sont restées négatives. De même, aucune activité de la 
phosphatase alcaline n’a pu être détectée. 
 Au cours de ces expériences, plusieurs éléments ont retenu notre attention. Il 
s’agit tout d’abord de la présence en périphérie de cellules semblant présenter un 
phénotype particulier. Afin d’évaluer ce phénotype, nous avons réalisé, à partir du MEB, 
des grossissements important de cette zone. Les images montrent la présence d’une 
couche cellulaire perpendiculaire à la couche inférieure. Cette dernière est orientée 
différemment de la couche sous-jacente. Selon les coupes, les cellules de la couche 




Figure 26. Histologie des sphères au jour 35 après différenciation chondrocytaire. Après deux semaines de 
conditions d’hypoxie, le phénotype des cellules est profondément modifié. (A) La coloration hématoxyline-
éosine montre des cellules de type (pré)hypertrophiques. (B) La matrice entourant ces cellules est riche en 
acide hyaluronique comme le montre le marquage à l’HABP. Notez la présence de zones cartilagineuses 
typiques au centre de la micromasse. (C) La coloration au Bleu Alcian montre la distribution des GAG. (D) 
La même coloration à fort grossissement. Les GAG se distribuent autour des cellules. (E) Coloration au Bleu 
de Toluidine. Notez la métachromasie de la zone cartilagineuse. (F) Vue réalisée par MEB. (G) A fort 
grossissement, on peut apercevoir les logettes formées par les cellules hypertrophiques. La MEC forme un 




Ces premiers résultats ont été confirmés par des colorations à l’hématoxyline. 
Cette coloration montre que les noyaux de la couche superficielle sont arrondis et 
s’orientent à 90˚ par rapport aux noyaux de la couche sous-périphérique qui présentent un 
aspect allongé (Figure 28E). Par ailleurs, cette orientation différentielle est corroborée au 










Figure 27. Analyse du réseau de collagène au jour 35 après différenciation chondrocytaire. (A, B) 
Coloration au Rouge Picrosirius. Les fibres de collagène forment un réseau maillé autour des cellules 
hypertrophiques. (C-E) Immunohistologie du collagène de type X. (C) Coloration au jour 21, avant 
induction de la différenciation terminale. Les micromasses sont très faiblement positives en périphérie. 
(D) Le collagène de type X est largement distribué dans les pellettes au jour 35. (E) A fort 
grossissement le marquage est diffus, compatible avec la structure en partie globulaire du collagène de 
type X. (F-H) Immunohistologie du collagène de type II. (F) Contrôle négatif. (G) Le collagène de type 
II persiste à ce temps d’arrêt. (H) A fort grossissement, le marquage montre un réseau fibrillaire 





Étant donné le phénotype de ces cellules et le fait que les sphères ont été soumises 
à des conditions de chondrogénèse, nous avons émis l’hypothèse que ces cellules 
correspondaient à des synoviocytes de type fibroblastique. Afin de confirmer cette 
hypothèse, nous avons réalisé un marquage de la cadhérine-11 (OB-cadherin, CDH-11). 
En effet, cette cadhérine est spécifique de ce type de synoviocytes et est nécessaire à la 
formation de la membrane synoviale des articulations synoviales (132). Le marquage est 
très intense au niveau de la couche externe et est positif également au niveau de la couche 
sous-périphérique (Figure 28G-I). Ces cellules sont positives à la CDH-11 dès le 
quatorzième jour et se retrouvent au jour 21. Cependant, au jour 35, la couche 
périphérique est drastiquement diminuée. Ces cellules sécrètent une grande quantité 
d’acide hyaluronique (Figure 28J-L). Par ailleurs, le collagène de type IV, que l’on 
retrouve in vivo au niveau de la pseudo-membrane basale séparant la membrane 
synoviale du cartilage est positif au niveau de la couche sous-périphérique (Figure 28M-
O).  
 Si la couche périphérique est principalement composée d’une monocouche 
cellulaire, dans certaines zones, on peut retrouver trois à cinq strates cellulaires. Dans ces 
zones nous avons pu mettre en évidence que de nombreuses cellules étaient positives à 
l’α-smooth muscle actin (ASMA) concordant avec un phénotype synoviocyte 
myofibroblastique (Figure 29). Ce phénotype est retrouvé en physiopathologie dans les 
cas de dégénérescence articulaire (cf. discussion). 
 Ces résultats surprenant manifestent la capacité des CSG à s’organiser, à répondre 
à des signaux de manière différentielle au sein des sphères. Cette étonnante plasticité 
permet à la couche la plus périphérique de se polariser, d’acquérir un phénotype différent 
de la couche sous-périphérique, lui-même différent de la couche sous-jacente. Afin de 
mieux comprendre les évènements précoces qui permettent la compartimentation de ces 
micromasses ainsi que le rôle du gène SOX9 dans cette compartimentation, nous avons 
repris les expériences en inhibant, sur deux souches, ce gène par ARN interférant (ARNi) 
et en les comparants avec les mêmes souches non modifiées (mock). La quantification de 
la synthèse des ARNm 24 heures après la transfection montrent une diminution de l’ordre 


































Figure 28. Différenciation en synoviocytes de type fibroblastique des CSG au jour 21. (A-B) Vue 
au MEB de la périphérie des micromasses. La couche cellulaire la plus externe est orientée 
perpendiculairement  à la couche sous-périphérique. Les cellules de cette couche sont soit 
jointives (C) soit forment des contacts plus lâches entre elles. (E) La coloration à l’hématoxyline 
confirme les résultats obtenus par le MEB et montre une orientation différentielle des noyaux 
selon les couches. (F) L’immunohistologie de la β-tubuline corrobore les précédentes colorations 
par la mise en évidence de l’orientation du cytosquelette. (G-I) Immunohistologie de CDH-11. (J-
L) Immunohistologie de l’acide hyaluronique. (M-O) Immunohistologie du collagène de type IV. 
(G, J, M) Contrôles négatifs. Notez la forte coloration de CDH-11 au niveau de la couche 
cellulaire externe. La coloration de l’AH est plus diffuse mais plus intense pour la couche 
externe. Le collagène de type IV se distribue dans la couche sous-périphérique. (échelle: E: 10 





Au premier temps d’arrêt, nous avons pu observer que la régionalisation des pellettes 
étaient déjà mise en place. Notamment, la zone de type « nécrotique » est déjà clairement 
délimitée (Figure 30B). Sur des coupes sériées, nous avons pu mettre en évidence que 
cette zone n’était pas restreinte aux centres des micromasses mais est également présente 
près de la périphérie. Les micromasses inhibées pour le gène SOX9, de même diamètre 
que les pellettes mock, elles, ne présentaient pas de régions centrales de type 
« nécrotique ». L’ensemble de ces résultats nous a poussé à réévaluer notre interprétation  
de ces zones. Alors que jusqu’à maintenant, l’hypothèse la plus probable pour expliquer 
ces régions de type « nécrotique » était le manque de nutriment provoquant la mort 
cellulaire, nous avons émis l’idée selon laquelle des processus d’apoptose 
interviendraient dans cette région. Les marquages à l’apoptag® ont confirmé cette 
hypothèse : de nombreuses cellules étaient marquées. Par ailleurs des cellules au sein de 
la zone intermédiaire étaient également marquées mais pas en périphérie des 
micromasses. Les pellettes qui ont été inhibées pour le gène SOX9 ne présentaient pas de 
cellules apoptotiques, suggérant son rôle dans les morts cellulaires programmées. Nous 
avons par la suite évalué la présence de cellules prolifératives dans les pellettes (Figure 














Figure 29. Immunohistologie de l’ASMA. Dans certaines zones de 
la couche synoviocytaire, le nombre de strates cellulaires est 







de la périphérie et dans les zones intermédiaire, de manière radiale, et négative dans le 
centre des sphères mock (Figure 30D). Pour les pellettes inhibée en SOX9, ce marquage 
est également positif et se réparti à la périphérie ainsi qu’au centre des pellettes. Ces 
marqueurs d’apoptose et de prolifération ont été retrouvés au jour 7 mais pas au jour 14, 
mettant en évidence la précocité des processus de compartimentation au cours de cette 
différenciation.  
Etant donné que le TGF-β est un puissant inducteur de la différenciation 
chondrogénique mais également myofibroblastique, nous avons voulu évaluer la présence 
de ces cellules dans nos micromasses. Au jour 14, les pellettes contrôles ne montraient 
pas de marquage à l’ASMA alors que les pellettes où le gène SOX9 est inhibé montraient 
un fort marquage pour cet anticorps (Figure 30E, F). De manière surprenante, dans ces 
mêmes pellettes, certaines zones montraient la présence de cellule arrondies avec 
phénotype évocateur de chondrocytes préhypertrophiques sans que des dépôts de matrice 
cartilagineuse ne puissent être mis en évidence. Ce phénotype n’a pu être retrouvé dans 
les micromasses mock au même temps d’arrêt. Seul les pellettes soumises à des 
conditions d’hypoxie ont présenté un phénotype similaire (Figure 30G, H). Ces résultats 
témoignent du rôle central de SOX9 dans la différenciation chondrocytaire des CSG, 
orientant leur différenciation cellulaire mais également dans l’organisation des tissus.  
 III.7. Utilisation du fibroblaste gingival comme outil de diagnostic 
moléculaire 
 La facilité de prélèvement de la gencive, sa quasi innocuité algique et esthétique 
en font un tissu propice pour des analyses moléculaires. En effet, certaines pathologies 
nécessitent un prélèvement cellulaire afin de retrouver une mutation génétique et ainsi 
établir un diagnostic de certitude de la maladie. Au cours d’une étude clinique concernant 
les manifestations orales de la maladie d’Ehlers-Danlos de type vasculaire (25), nous 
avons été amenés à réaliser deux biopsies gingivales afin de retrouver des mutations qui 
n’avaient pu être détectée par ADNg dans l’une et qui avait été détectée dans l’autre au 






Figure 30. Rôle de SOX9 dans la régulation de la morphogénèse des micromasses cartilagineuses. (A) 
qPCR de l’expression de SOX9 après inhibition par ARNi. (B) Les colorations à l’hématoxyline-
éosine montrent la présence d’une compartimentation dès le jour 7 avec l’apparition d’une zone de 
type « nécrotique ». (C) Le test TUNEL au jour 7 montre l’abondance de cellules apoptotiques dans 
les zones de type « nécrotique » tandis que les pellettes inhibées pour le gène SOX9 sont négatives. (D) 
Evaluation de la prolifération par marquage au Ki67 au jour 7. Les pellettes sont positives en 
périphérie mais les zones de type « nécrotique » ne présentent pas de cellules prolifératives. Les 
micromasses modifiées sont positives à la périphérie mais également au centre. (E, F) Les pellettes 
inhibées pour le gène SOX9 présentent une grande quantité de cellules myofibroblastiques comme 
l’indique le marquage à l’ASMA alors que les pellettes contrôles en sont dépourvues (jour 14). (G, H) 
La coloration au Bleu de Toluidine révèle la présence de cellules de type préhypertrophique dans les 
micromasses modifiées, ce qui n’est pas le cas pour les sphères contrôles. (échelle: B, D, E and F: 100 





Par séquençage génétique de la première, nous avons pu mettre en évidence que la 
mutation retrouvée sur l’ADNg intronique était en fait responsable du saut de l’exon 46 
conduisant à la délétion de 18 aminoacides au niveau de la protéine. Pour la seconde 
mutation, nous avons pu retrouver une mutation rare correspondant à une délétion 
hétérozygote de 54 paires de bases concernant l’intron 14 et d’une partie de l’intron 13 
résultant en la perte de 15 aminoacides (p.Ala319_Gly333del). De plus, nous avons 
identifié l’insertion de 6 paires de bases au niveau de l’exon 45(45delinsGCTTAA) 
(Figure 31). Cette mutation n’avait pu être détectée sur l’ADNg car elle concernait la 
séquence correspondante à la sonde.  Ces résultats montrent l’intérêt du FG pour le 
diagnostic des maladies rares.  
  
Figure 31. Analyses histologique et moléculaire de patients atteints de la maladie d’Ehlers-Danlos de 
type vasculaire. (A, B) Le réseau de collagène est visualisé par la fluorescence (A) et par la lumière 
polarisée (B) de la coloration au Rouge Picrosirius. (Grossissement: x125). (C, D) 
Électrophorégramme du COL3A1 sur l’ADN génomique  (ADNg) et complémentaire (ADNc) de 
deux patients. (C) Premier patient, en haut: la mutation IVS45-2A>G dans le site accepteur 
d’épissage de l’intron 45 est détectée sur l’ADNg. En bas: Conséquence de la mutation sur l’ARNm: 
le séquençage direct de l’ADNc montre le saut de l’exon 46 (54 paires de bases) conduisant à la perte 
de 18 aminoacides de la protéine (p.Ala1124_Pro1141del). (D) Second patient, en haut: mutation 
IVS13-106_IVS14+45delinsGCTTAA, détectée sur l’ADNg. En bas: conséquence de la mutation sur 
l’ARNm: le séquençage direct de l’ADNc montre le saut de l’exon 14 conduisant à une perte de 15 





 La gencive contient des cellules souches mésenchymateuses 
Ces résultats ont permis de mettre en évidence que les CSG présentaient des 
propriétés communes aux cellules souches adultes. Leurs capacité à former des CFU-F, à 
présenter des marqueurs de cellules souches, à pouvoir se différencier dans divers 
lignages, sont autant de preuves de leur potentiel souche. Par ailleurs, la détection de 
marqueurs spécifiques des crêtes neurales, la possibilité de les cultiver en neurosphères et 
l’expression de la nestine lorsqu’elles sont dans ces conditions confirment leurs origines 
embryonnaires. Nous avons ainsi montré que le tissu conjonctif gingival contenait des 
cellules souches adultes multipotentes dérivées des crêtes neurales. 
 Au cours de cette thèse, des travaux issus d’autres laboratoires ont montré des 
résultats similaires. Du côté de leur multipotence, plusieurs expériences sur des modèles 
animaux ont été réalisées. Elles montrent que ces cellules peuvent aider à la régénération 
de tissus parodontaux (133) ainsi que des tissus osseux sur des modèles de défauts 
mandibulaires. Dans cette dernière étude, il est intéressant de noter que les CSG injectées 
avec un support d’hydroxyapatite/phosphate tricalcique étaient capables de former un 
véritable tissu osseux seulement au sein de la mandibule alors qu’une simple matrice 
minéralisée était produite dans des injections sous-cutanées (134). Ces résultats se 
rapprochent de nos observations. 
 Il a par ailleurs été mis en évidence que ces cellules présentaient des propriétés 
immunomodulatrices très intéressantes. Elles ont ainsi montré une amélioration dans la 
symptomatologie des colites induites (135), des mucites chimio-induites (136), de 
l’inflammation associée à la cicatrisation de plaies cutanées (137) et dans des modèles 
d’ostéoarthrites expérimentales (138). Ces capacités anti-inflammatoires agissent tant au 
niveau du système inné qu’adaptatif. Dans les modèles de cicatrisation cutanée, il par 
exemple été montré que les CSG favorisaient l’activation des macrophages de type  2, 
ayant un rôle anti-inflammatoire par leur sécrétion d’IL-10 (137). Sur le système adaptif, 
elles ont montré qu’elles étaient capables de synthétiser des facteurs immunosuppressifs, 
tel que l’IDO ou encore la cyclo-oxygénase de type 2 (COX-2) qui réduisent la 
prolifération des lymphocytes (135). Sur les modèles de d’arthrites induites chez la 
100 
 
souris, la transfusion de CSG diminue la sévérité de la maladie en affaiblissant le taux de 
synthèse de cytokines pro-inflammatoire comme l’IL-17 ou l’IFN-γ et en augmentant le 
nombre de cellules T régulatrices FoxP3+, et ceci tant au niveau de la rate et des nœuds 
lymphatiques qu’au niveau du liquide synoviale des articulations atteintes (138). 
 Différenciation chondro/endochondrale des GSC  
Au cours de ces expériences de différenciation chondro/endochondrale, nous 
avons pu mettre en évidence que nos sphères étaient capables de s’organiser entre elles, 
offrant une compartimentation précoce des différentes zones. Ainsi, la capacité à former 
une couche cellulaire périphérique polarisée avec un phénotype synoviocytaire n’avait 
jamais été décrite auparavant. La couche sous-périphérique, orientée perpendiculairement 
à celle la plus superficielle,  mime la zone sub-intimale du synovium. Le centre de nos 
sphères montre la formation de zones typiquement cartilagineuses. La capacité à se 
différencier, à partir d’un seul type cellulaire, dans de multiples lignages appartenant à 
l’articulation, démontre la grande plasticité cellulaire des CSG.  
Cette capacité de différenciation multiple est en partie liée aux conditions de 
cultures. L’utilisation de cellules à des passages précoces est déterminante. Par ailleurs, 
l’absence totale de contact entre les cellules et les tubes à essais est capitale pour obtenir 
une différenciation de la couche cellulaire périphérique. En effet, lorsque les 
micromasses formaient des contacts, même faibles, avec le tube, la polarisation de la 
couche externe était absente. Ces constats semblent indiquer que la polarisation est liée 
en partie à une situation spatiale qui autorise les cellules de la couche périphérique à des 
contacts cellules-cellules sur une partie restreinte de leur surface.  
 Au cours du développement, les articulations se forment dans les zones de 
cartilages primordiaux appelées anlagen (119, 139). Dans ces territoires présomptifs, une 
partie des chondrocytes se dédifférencient reprenant une forme allongée et remplaçant la 
synthèse du collagène de type II par du type I. Ces cellules indifférenciées prolifèrent et 
forment une interzone. Les cellules de cette interzone vont par la suite se différencier en 
synoviocytes et sécréter le liquide synovial contenant notamment de l’acide 
hyaluronique. Ces sécrétions vont permettre de générer la cavité synoviale (139). Il reste 
encore de nombreuses zones d’ombre sur les mécanismes moléculaires sous-tendant ces 
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processus de différenciation. Il semble néanmoins acquis que la cadhérine-11 est 
indispensable à la formation et à la maintenance du tissu (132). A l’âge adulte,  le tissu 
synovial contient des CSM (140, 141). Ces cellules ont un potentiel de prolifération 
contrairement aux chondrocytes articulaires et peuvent se différencier en chondrocyte 
afin de maintenir l’homéostasie du cartilage. C’est par ailleurs au niveau des 
synoviocytes de type fibroblastique que s’initie les processus d’ostéoarthrites et 
d’arthrites inflammatoires (142). Dans ce processus pathologique, les cellules 
inflammatoires vont initier une modification du phénotype synoviocytaire, devenant plus 
nombreux, agressifs et infiltrant les tissus cartilagineux. Au cours de ce processus, 
certains d’entre eux acquièrent un phénotype myofibroblastique (143). Ce double 
potentiel, régénératif/pathologique est une caractéristique que l’on retrouve au niveau de 
l’ensemble des CSM. Il est intéressant de noter que dans notre modèle de différenciation, 
la plupart des cellules prolifératives se situent au niveau de la couche synoviocytaire et 
que dans certaines zones de cette couche, des épaississements ont été retrouvés avec la 
présence de cellules de type myofibrobastique. Ces observations montrent qu’il reste 
encore à améliorer le protocole afin de stabiliser la différenciation synoviocytaire. Une 
autre limite de notre modèle est l’absence de synoviocytes de type macrophagique qui 
normalement participent à la constitution de la membrane synoviale. 
 Au cours de ces expériences de différenciation en micromasses, nous avons pu 
mettre évidence certains processus mimant ceux intervenant dans la chondrogenèse 
native ou reproduite dans les expériences de différenciation utilisant des CSE ou des iPS 
(144, 145). Ainsi, l’alignement des fibres de collagène, parallèles entre elles et à la 
surface des sphères est caractéristique des cartilages natifs et est retrouvé également lors 
de la différenciation chondrogénique des iPS (127). La présence de cellules apoptiques au 
cours des premiers jours de différenciation a déjà été décrite dans ce même type de 
différenciation utilisant des CSE (146).  
 Les expériences de différenciation durant lesquelles le gène SOX9 a été inhibé, 
ont montré le rôle capital de ce facteur de transcription dans les  processus de 
différenciation et de compartimentation des microsphères. Le fait d’avoir obtenu de 
nombreux myofibroblastes après deux semaines d’induction montre que l’effet du facteur 
TGF-β, puissant inducteur dans la différenciation des cellules dérivées des crêtes neurales 
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(147) est modulé en fonction des conditions de culture et de la synthèse de facteurs de 
transcription. Il serait intéressant d’étudier si cette différenciation se réaliserait dans les 
mêmes conditions avec des cellules dérivées d’autres feuillets primordiaux, par exemple 
avec des CSMMO. 
Un autre élément intéressant mis en évidence par cette expérience est la présence 
de cellules au phénotype préhypertrophique dès le jour 14. Cette différenciation se 
présente comme si une étape de la chondrogenèse avait été outrepassée. Dans une étude 
in vivo, avec des souris invalidées pour le gène SOX9, après condensation des cellules 
mésenchymateuse, ces modèles murins présentaient de graves défauts dans l’élaboration 
des os (120). Elles présentent un faible contingent de cellules chondrocytaires 
hypertrophiques capables de produire une matrice minéralisée réduite. Ces résultats 
montrent une certaine similitude avec nos expériences in vitro. Cependant, dans cette 
étude, ces graves modifications morphotypiques s’accompagnent d’une augmentation de 
l’apoptose. Or dans nos expériences, nous avons une diminution du nombre de cellules 
apoptotiques. Il n’est pas impossible que la différence d’origine embryonnaire de ces 
deux types de cellules explique leur comportement différent. Cependant d’autres études 
sont nécessaires afin d’élucider ces comportements. 
 Une autre donnée importante apportée par les expériences de différenciation 
endochondrale est la capacité évidente des CSG de pouvoir suivre un programme de 
chondrogénèse aboutissant à une différenciation en chondrocytes hypertrophiques, 
capables de synthétiser du collagène de type X. Il nous semble que c’est la première fois 
que des travaux mettent en évidence une telle différenciation à partir de cellules adultes 
dérivées des crêtes neurales. Il est intéressant de noter que cependant, même en présence 
de facteurs favorisant la minéralisation de la matrice extra-cellulaire (β-
glycérophosphate), aucun dépôt minéralisé ni même d’activité phosphatase-alcaline n’ont 
pu être mis en évidence malgré un protocole identique à celui utilisé pour les CSMMO 
(128). Plusieurs explications peuvent être avancées pour expliquer ce phénomène. Tout 
d’abord et comme mentionné ci-dessus, l’origine embryonnaire peut nécessiter des 
protocoles quelque peu différents qui permettraient une telle minéralisation. Il est 
également concevable que malgré la capacité de nos cellules à reproduire  l’ensemble des 
processus développementaux de la différenciation endochondrale, la dernière étape de 
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cette différenciation ne puisse être accomplie par les CSG. Les résultats de PCR ont 
montré que le gène OSX avait une régulation incohérente au regard des étapes de 
différenciation normalement induites par les milieux utilisés. En effet, une surexpression 
intervient au jour 14 lors de la chondroinduction initiale tandis que son expression est 
inhibée lors de la phase d’induction endochondrale, l’inverse était attendu. L’aberration 
de cette cinétique peut être à l’origine de ce défaut de différenciation terminale. Ces 
interprétations sont appuyées par le constat d’une absence de minéralisation dans nos 
cultures d’ostéodifférenciation en monocouche parallèle à une absence de surexpression 
du gène OSX, lorsque les cellules sont utilisées à des passages tardifs. Par ailleurs, des 
données clinico-biologiques récentes ont montré que les patients porteurs d’une mutation 
du gène FAM20A présentaient des calcifications pathologiques de la gencive (148). 
L’activité de ce gène, à priori inhibiteur de minéralisation, à l’état normal pourrait 
empêcher la différenciation terminale des CSG induites. Malgré l’incapacité des CSG à 
minéraliser leur matrice environnante dans les conditions d’hypoxie, elles ont montré leur 
faculté à synthétiser du VEGF. Cette synthèse pourrait permettre in vivo la 
vascularisation des greffons ectopiques préalable à une minéralisation secondaire par 
l’invasion des ostéoblastes. 
 Les résultats que nous avons obtenus avec les souches palatines sont 
particulièrement probants avec des différenciations très efficientes. Des études provenant 
d’autres équipes ont mis en évidence la présence d’une niche à cellules souches 
gingivales au niveau du palais. Cette niche est décrite au niveau des rugosités du palais et 
de la papille rétroincisive et plus particulièrement au niveau des corpuscules de Meisner 
et des complexes de Meckel qui sont des structures cellulaires à l’interface entre le tissu 
conjonctif et l’épithélium (149, 150). Ces cellules présentent, des marqueurs de cellules 
souches embryonnaires tel Klf4, c-Myc, Oct4A, Sox2 (ARNm) et des marqueurs de crête 
neurale notamment p75
NTR
. Elles peuvent être cultivées en suspension sous forme de 
neurosphères et se différencier dans des lignées mésodermiques et ectodermiques. Par 
ailleurs, lorsqu’elles sont injectées en sous-cutanée de souris immunodéficientes, elles 
sont capables de former des tératomes avec des tissus dérivant des feuillets 
embryonnaires neuroectodermique et mésodermiques (150). La  capacité qu’ont montrée 
nos cellules à s’organiser au sein des sphères, à se différencier dans différents types 
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cellulaires d’un même organe et notamment à former une ligne cellulaire polarisée de 
phénotype synoviocytaire sont autant d’observations qui vont dans le sens des études 
citées ci-dessus. 
 
 Perspectives  
 Il est évident que d’autres études sont à envisager pour améliorer la 
compréhension des CSG et des cellules souches adultes en général. La suite logique des 
expériences de différenciation chondro/endochondrale serait de tester in vivo leur 
capacité à former des tissus cartilagino-osseux dans des sites hétérotopiques. Il serait 
intéressant également de voir si ces cellules différenciées permettent de restaurer des 
défauts ostéoarticulaires et selon quels mécanismes. Un autre axe de recherche est 
également envisageable : ayant montré qu’il était possible de mimer in vivo la 
chondrogenèse à partir de ces cellules, et que par ailleurs, nous avons montré que les FG 
pouvaient servir d’outils aux diagnostics moléculaires, il pourrait être intéressant 
d’étudier le comportement de ces cellules dans ces protocoles de différenciation en 
utilisant des cellules de patients atteints de mutations génétiques affectant la 
morphogénèse cartilagineuse comme dans le cas des chondrodysplasies ou encore des 
dysplasies campoméliques. Des aberrations pourraient être mises en évidence et des 
traitements pharmacologiques, cellulaires ou génétiques pourraient être évalués. 
 L’étude de la niche gingivale en tant que source de cellules multipotentes, voire 
pluripotente doit être également poursuivie. Le nombre accru de publications concernant 
ces cellules montre l’intérêt croissant pour cette dernière en vue d’applications 
thérapeutiques. Leur multipotence certes, mais également leur facilité de prélèvement, 
leur rapide propagation in vitro, leur stabilité chromosomique et leur fort pouvoir 
immunosuppresseur en font une cellule d’avenir dans l’arsenal thérapeutique au cours des 
décennies à venir. Il faut cependant encore améliorer la localisation de cette niche, les 
méthodes de prélèvements, d’expansion in vitro et la fiabilité/efficacité de leur 
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Les capacités de cicatrisation de la gencive en font un modèle de régénération tissulaire  naturelle. 
Ces capacités sont liées en grande partie à l’activité des fibroblastes. Composante cellulaire 
principale du tissu conjonctif gingival, ils sont au cœur de la régulation des réponses 
inflammatoires et des processus de cicatrisation. Nous avons supposé que ce tissu pouvait 
contenir des cellules souches, pouvant expliquer en partie, ces capacités de réparation. Au cours 
de cette thèse, nous avons pu mettre en évidence la présence de cellules souches 
mésenchymateuses aux propriétés communes avec les cellules souches adultes dérivées des crêtes 
neurales. Ces cellules expriment des marqueurs spécifiques des cellules souches et des crêtes 
neurales. Par ailleurs, elles présentent des capacités d’auto-renouvellement et de multipotence. 
Elles sont, en effet, capables de se différencier en adipocytes, ostéocytes et chondrocytes. Nous 
nous  sommes plus particulièrement intéressés à la différenciation chondro/endochondrale. La 
culture des cellules, sous forme de sphères en suspension, a permis de mettre en évidence leurs 
capacités de différenciation en tissus cartilagineux et articulaires. Elles s’organisent spontanément 
en plusieurs types cellulaires différents, générant notamment des chondrocytes hypertrophiques et 
des synoviocytes selon leur localisation au sein des sphères et du milieu de culture utilisé. Le 
comportement de ces cellules soumises à ces conditions a permis de montrer leurs facultés à 
reproduire, in vitro, des processus proches de ceux retrouvés au cours du développement. Ces 
résultats permettent une meilleure compréhension des phénomènes de différenciation des cellules 
souches adultes, ouvrant ainsi de nouvelles perspectives pour des applications en thérapie 
cellulaire articulaire et osseuse. 
The healing capacity of the gingiva makes it a model of natural tissue regeneration. These 
capabilities are largely related to the fibroblast activity. They are the main cellular component of 
the gingival connective tissue and they regulate inflammatory responses and healing process. We 
hypothesized that this tissue could contain stem cells, which could explain, in part, these repair 
capabilities. In this thesis, we were able to demonstrate the presence of mesenchymal stem cells 
with properties shared with the neural crest-derived adult stem cells. These cells express specific 
markers of stem cells and neural crest. Moreover, they do have the capacity to self-renew and 
multipotency. They are, indeed, able to differentiate into adipocytes, chondrocytes and 
osteocytes. We have particularly focused on the chondro / endochondral differentiation. When 
cultivated as micromasses cultures in suspension, cells were able to differentiate into cartilage 
and joint tissues. They organize themselves spontaneously into several different cell types, 
including hypertrophic chondrocytes and synoviocytes depending on their location within the 
micromasses and the culture medium used. The behavior of these cells under these conditions has 
shown their ability to replicate in vitro, close to those found during the development process. 
These results allow a better understanding of adult stem cells differentiation, opening new 
perspectives for applications in joint and bone cell therapy. 
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